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Les xénobiotiques, définis comme toute substance qui se retrouve présente dans 
l’organisme mais qui lui est étrangère et qui n’est pas apportée par son alimentation 
naturelle, sont omniprésents dans la société d’aujourd’hui (Johnson et al., 2012). Ce 
sont le plus souvent des molécules chimiques comme notamment les médicaments, 
les pesticides, mais on les retrouve également dans de nombreux produits du 
quotidien tels que les emballages et contenants de notre alimentation, les vêtements, 
ainsi que de nombreux produits de l’industrie chimique (Johnson et al., 2012).  
L’exposition aux xénobiotiques peut mener à des intoxications individuelles ou 
collectives, aiguës ou subaiguës à forte dose, chroniques ou répétées à faible dose. 
Certaines substances sont des perturbateurs endocriniens et peuvent ainsi interférer 
avec notre système hormonal. Le bisphénol A en fait partie puisqu’il mime l’action des 
œstrogènes (Krishnan et al., 1993). Il est utilisé dans la fabrication de certains 
plastiques et résines pouvant servir de récipients alimentaires, mais on en retrouve 
également dans des papiers thermiques tels que les tickets de caisse. Une étude 
menée en 2003-2004 aux Etats-Unis chez des sujets de plus de 6 ans a démontré 
qu’une exposition à cette substance était bien présente puisque des résidus ont été 
retrouvés dans les urines chez 92,6% de la population (Calafat et al., 2008).  
Il a été démontré qu’il présente une toxicité chez le fœtus avec pour conséquence des 
malformations congénitales, des troubles du neuro-développement ou encore des 
troubles métaboliques tels que l’apparition de diabètes, d’obésité, ou bien de  maladies 
cardiovasculaires à l’âge adulte (Rochester, 2013 ; Rosenfeld, 2015).  
L’exposition aux xénobiotiques a bien entendu une toxicité directe sur l’organisme, 
mais il peut également y avoir des conséquences sur les micro-organismes qui vivent 
sur tout individu, et qui constituent son microbiote (Nogacka et al., 2019). Il est 
désormais reconnu qu’une véritable symbiose s’établit entre le microbiote et son hôte. 
En échange d’un milieu nutritif propice à leur développement, les micro-organismes 
assurent diverses fonctions chez leur hôte telles que des fonctions de digestion, de 
protection par sécrétion de substances antimicrobiennes, la maturation du système 
immunitaire ou encore le renouvellement des divers épithéliums de l’organisme (Kostic 
et al., 2013 ; Kim, Benayoun, 2020). 
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Lorsque les xénobiotiques, comme par exemple les antibiotiques, altèrent la flore 
commensale, le développement d’agents pathogènes peut alors s’établir au détriment 
des flores bactériennes commensales. Ces bouleversements perturbent ainsi 
l’équilibre et provoquent une dysbiose, qui se définit comme une modification de la 
diversité, de la répartition spatiale ou bien encore de la numération d’une population 
microbienne sur le corps humain. Non seulement les fonctions utiles de la flore 
commensale ne sont plus assurées, mais les bactéries opportunistes peuvent dans 
certains cas exprimer un véritable pouvoir pathogène portant préjudice à leur hôte 
(Weber, Polanco, 2012 ; Yu, 2018). Les conséquences de telles dysbioses peuvent 
affecter la santé à tout stade physiologique, mais elles peuvent notamment être 
dramatiques pendant la gestation. La principale complication est la prématurité 
spontanée qui mène à une augmentation du risque de déficience fonctionnelle ou de 
paralysie cérébrale chez les enfants autour de l’âge de 7 ans (Kenyon et al., 2008 ; 
Baldassarre et al., 2019).   
Cependant, l’effet des xénobiotiques autres que les antibiotiques, mais présents dans 
les objets utilisés quotidiennement, tels que le bisphénol A, sur le microbiote pendant 
la gestation, reste peu étudié. 
L’objectif de ce travail est d’évaluer si l’exposition au bisphénol A, comme exemple 
d’un xénobiotique, peut altérer le microbiote de la femelle gravide. Tout d’abord, les 
connaissances actuelles sur le microbiote au cours de la gestation seront synthétisées 
en se focalisant sur les quatre localisations principales : la bouche, l’intestin, le vagin 
et la peau. Après avoir présenté ces microbiotes et leurs évolutions tant physiologiques 
que pathologiques pendant la gestation, nous présenterons notre étude expérimentale 
qui consiste à évaluer l’effet de l’exposition répétée au bisphénol A, sur des brebis au 
cours de la gestation, et notamment ses évolutions à l’échelle des microbiotes oraux, 









CHAPITRE I : LE MICROBIOTE DE LA FEMME ENCEINTE – ANALYSE 
DE LA LITTÉRATURE 
 
1. Le microbiote 
1.1.    Définition 
D’après l’édition 2020 du dictionnaire Larousse, le microbiote est défini comme 
l’ensemble des bactéries, virus et levures vivant dans un milieu déterminé. À  l’échelle 
d’un individu, il existe plusieurs microbiotes différents selon les localisations. Les 
micro-organismes colonisent la surface de la peau ainsi que les muqueuses, 
notamment respiratoire, gastro-intestinale mais aussi les muqueuses du tractus 
génito-urinaire. 
Les micro-organismes sont très nombreux à l’échelle d’un individu. Il est estimé que 
l’intestin humain regroupe entre 10 000 et 100 000 milliards de micro-organismes 
(Power et al., 2014), ce qui est à peu près équivalent au nombre total de cellules qui 
constituent le corps humain (Sender et al., 2016). Il a également été prouvé que le 
celui-ci contient environ 150 fois plus de gênes que le génome humain (MetaHIT 
Consortium et al., 2010). De plus, environ 99% du génome est commun à l’ensemble 
des individus, alors que la composition des microbiotes diffère davantage d’une 
personne à l’autre (Health (US), Study, 2007 ; Genetic Alliance, 2009). 
 
1.2.    Microbiote et gestation 
En période de gestation, le taux plasmatique en hormones stéroïdienne augmente de 
manière importante, en particulier l’œstradiol et la progestérone (Macy, 1958 ; 
Lockitch, 1997). Or ces hormones sont reconnues pour stimuler la croissance de 
certaines espèces de bactéries telles que Lactobacillus spp., Bifidobacterium spp., 
Streptococcus spp. et Escherichia. coli (Pelzer et al., 2012). Nous allons ainsi réaliser 
une étude bibliographique visant à caractériser les microbiotes de la bouche, du colon, 
du vagin et de la peau au cours de la gestation, et leurs possibles modifications par 
différents facteurs de variation.  
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2. Microbiote oral 
2.1.    Hors gestation  
2.1.1.     Nombre d’espèces bactériennes = richesse  
La bouche est un milieu très riche en bactéries. Une étude réalisée en 2010 sur 68 
individus a démontré qu’en moyenne, un millilitre de salive contenait 200 millions de 
bactéries anaérobies (Ryu et al., 2010). Une étude réalisée au Japon a dénombré 
environ 4 millions de bactéries par millilitre de salive chez des femmes qui ne sont pas 
enceintes (Fujiwara et al., 2017). 
C’est un écosystème complexe, qui possède une diversité importante de micro-
organismes au sein de la bouche d’un même individu (grande diversité alpha) (Human 
Microbiome Project Consortium, 2012b). En effet, plus de 700 espèces bactériennes 
ont été identifiées dans la cavité orale chez l’Homme depuis l’émergence des 
méthodes d’identification génomique (Aas et al., 2005 ; Dewhirst et al., 2010 ; 
Lazarevic et al., 2010).  
 
2.1.2.     Composition 
Bien qu’il soit un environnement complexe, la bouche présente à l’inverse une faible 
diversité bêta (Human Microbiome Project Consortium, 2012b). Cela signifie donc que 
le microbiote oral est relativement stable d’un individu à l’autre, et qu’il existe un 
ensemble de bactéries qui se retrouve chez des individus différents (Zaura et al., 
2009 ; Lazarevic et al., 2010). 
La majorité des micro-organismes, soit plus de 95% d’entre eux environ, appartient à 
six phyla principaux dont les abondances varient selon les localisations dans la 
bouche. Pour les muqueuses buccales et les gencives, ce sont les Firmicutes qui 
dominent, puis par ordre décroissant d’abondance sont également présentes des 
Protéobactéries, des Bactéroïdètes, des Actinobactéries, des Spirochètes et des 
Fusobactéries  (Dewhirst et al., 2010 ; Segata et al., 2012 ; Verma et al., 2018)  (Figure 
1).  La base de données du Human Oral Microbiote Database (HOMD) regroupe 
l’ensemble des Unités Taxonomiques Opérationnelles (OTUs) identifiées au niveau du 
tractus aérodigestif, et a été mise à jour en 2018 (eHOMD, 2018). Une OTU est une 
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définition opérationnelle utilisée pour regrouper des individus (ici des bactéries), 
phylogénétiquement proches, en une entité unique. 
 
2.1.3.     Rôle 
La flore commensale orale joue un rôle important dans le maintien de l’équilibre 
microbien et de la santé buccale. La simple présence de cette flore commensale inhibe 
le développement de bactéries pathogènes, cela permet de créer une résistance 
naturelle à la colonisation (Lorian, 1994). Cette protection est primordiale puisque lors 
d’un déséquilibre de cette flore, par exemple à cause de traitements antibiotiques, des 
Figure 1 : Distribution des génomes appartenant au microbiote oral recensés dans le cadre du eMOHD. 
Source : expanded Human Oral Microbiome 
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agents pathogènes tels que les Candida sp. ou Staphylococcus aureus peuvent se 
développer au niveau de la bouche (Rashid et al., 2012). 
Par ailleurs, outre l’inhibition exercée par occupation de la niche écologique, certaines 
bactéries commensales exercent un pouvoir antagoniste envers certains pathogènes. 
C’est par exemple le cas de la souche K12 de la bactérie commensale Streptococcus 
salivarius qui produit une toxine bactéricide envers des bactéries Gram négatives 
responsables de périodontite et halitose (Burton et al., 2006 ; Wescombe et al., 2009).  
 
2.1.4.     Facteurs de variation 
La bouche est un système ouvert, naturellement exposé à des bactéries exogènes par 
l’intermédiaire de la nourriture, l’eau, l’air ou bien le contact avec les microbiotes 
d’autres individus, comme par exemple lors de baisers (Wade, 2013). On peut donc 
s’attendre à ce qu’il existe une certaines variabilité de ce microbiote entre les individus, 
et au cours du temps. 
Cependant, une étude des microbiotes oraux chez 120 individus, qui proviennent de 
localisations géographiques différentes, semble montrer une certaine similarité dans 
la composition des microbiotes d’individus d’origines différentes (Nasidze et al., 2009). 
Il semblerait donc que le régime alimentaire et l’environnement influencent peu le 
microbiote oral.  
Malgré tout, d’après certaines études, des facteurs tels que l’âge ou l’indice de masse 
corporel, ainsi que de potentiels états pathologiques locaux (tels que les caries) ou 
bien systémiques (tels que l’anémie) semblent altérer la flore bactérienne buccale en 
favorisant la croissance des Candida sp. et Prevotella spp. (Yang et al., 2012 ; 
Yamashita, Takeshita, 2017 ; Nishimaki et al., 2019). 
 
2.2.    En gestation 
2.2.1.     Changement de quantité 
Les études qui se sont intéressées à la quantité totale de bactéries durant la gestation 
présentent des résultats discordants. La quantité de bactéries dans la bouche 
augmente dès le début de la gestation pour certaines études, avec une multiplication 
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de cette quantité par quatre (Fujiwara et al., 2017), alors que d’autres études n’ont pas 
trouvé de différence entre le groupe gestant et le groupe non-gestant (Carrillo-de-
Albornoz et al., 2010). Cependant, les auteurs s’accordent pour dire que la charge 
bactérienne reste stable au cours de la gestation. Ensuite, la charge bactérienne 
diminue après la gestation (Adriaens et al., 2009). 
 
2.2.2.     Changement de richesse spécifique 
La richesse bactérienne (nombre d’espèces observées) au niveau de la bouche au 
cours de la gestation reste stable. En effet, l’indice de diversité alpha ne présente pas 
d’évolution du début à la fin de la gestation, ni l’indice de diversité bêta d’ailleurs 
(DiGiulio et al., 2015 ; Balan et al., 2018). 
 
2.2.3.     Changement de composition 
Peu de données sur les phyla sont disponibles dans la littérature, mais il semblerait 
que la composition de la flore buccale (en termes de phyla) des femmes enceintes soit 
similaire à celle des femmes non enceintes, avec une prédominance des Firmicutes 
(Balan et al., 2018). Davantage de données sont disponibles sur les évolutions 
d’abondance de certaines espèces d’intérêt, le plus souvent pathogènes. 
Dès le début de la gestation, une communauté pathogène s’installe au niveau buccal, 
avec notamment Porphyromonas gingivalis et Aggregatibacter 
actinomycetemcomitans qui sont significativement plus nombreuses au niveau de la 
plaque subgingivale durant les deux premiers tiers de gestation en comparaison aux 
femmes qui ne sont pas enceintes (Fujiwara et al., 2017 ; Balan et al., 2018). Toutes 
les études ne retrouvent pas les mêmes espèces impliquées, mais les auteurs 
s’accordent sur la croissance d’une flore pathogène en début de gestation (Adriaens 
et al., 2009). Cette croissance bactérienne est en lien avec l’augmentation du taux 
plasmatique d’hormones stéroïdiennes circulant qui s’établit durant la gestation 
(Kornman, Loesche, 1980 ; Carrillo-de-Albornoz et al., 2010 ; Lin et al., 2018). En 
revanche, les abondances de ces pathogènes buccaux restent stables au cours de la 
gestation, puis diminuent durant la période post-partum (Carrillo-de-Albornoz et al., 
2010 ; DiGiulio et al., 2015 ; Balan et al., 2018). 
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3. Microbiote intestinal 
3.1.    Hors gestation 
3.1.1.     Richesse  
Le microbiote intestinal, pouvant atteindre 1013 à 1014 micro-organismes, est le 
microbiote le plus riche chez tout individu (Power et al., 2014), avec environ 2000 
espèces bactériennes identifiées par méthodes génomiques chez l’Homme à ce jour 
(Almeida et al., 2019). C’est surtout dans les parties basses que le microbiote est le 
plus riche : l’iléon et à fortiori, le colon. 
 
3.1.2.     Composition 
Il est très diversifié au sein d’un individu, c’est-à-dire qu’il a une grande diversité alpha. 
Il est aussi diversifié entre les individus (grande diversité bêta), mais ces différences 
interindividuelles sont de plus en plus présentes avec l’âge (Qin et al., 2010 ; Claesson 
et al., 2011). Malgré tout, le microbiote intestinal est constitué de taxa abondants 
communs à la majorité des individus, ce qui réduit les différences entre les microbiotes 
de deux individus (Sangkyu, Jazwinski, 2018). Il est dominé par deux phyla qui 
représentent environ 90% des bactéries présentes : les Firmicutes et les Bactéroïdètes 
(Eckburg et al., 2005 ; Qin et al., 2010). Les abondances des Protéobactéries, 
Actinobactéries et Faecalibactéries varient davantage d’un individu à l’autre (Claesson 
et al., 2011). Nishijima et son équipe ont trouvé des résultats similaires lorsqu’ils ont 
cherché à comparer le microbiote intestinal de la population japonaise à celui de onze 
autres pays, bien que le phylum des Actinobactéries soit particulièrement représenté 
chez les individus japonais (Nishijima et al., 2016) (Figure 2). Ces disparités entre 
pays témoignent de la grande diversité qui existe au niveau des microbiotes de 
l’intestin, comme évoqué précédemment. Cette même étude montre que les 
différences sont plus marquées entre individus de pays différents qu’entre individus 





3.1.3.     Rôle 
Les rôles du microbiote intestinal sont divers (Amon, Sanderson, 2017) (Figure 3). 
Il s’établit une relation symbiotique entre l’hôte et son microbiote : alors que l’hôte 
fournit une véritable niche échologique aux micro-organismes présents dans l’intestin, 
ces derniers contribuent à de nombreux processus physiologiques favorables à leurs 
hôtes. Premièrement, sur les aspects nutritionnels, les bactéries de l’intestin procurent 
à l’hôte des possibilités supplémentaires (non réalisables par son propre métabolisme) 
telles que la dégradation de polysaccarides comme le xylane (Salyers et al., 1981), la 
synthèse de vitamines comme la vitamine K ou certaines vitamines B (Hooper et al., 
2002) ou bien la régulation du stockage des graisses (Bäckhed et al., 2004). Ensuite, 
le microbiote a un rôle primordial dans la défense de l’hôte envers les agents 
pathogènes par action directe sur les bactéries (Pultz et al., 2005 ; Cash et al., 2006 ; 
Hammami et al., 2013), en entrant en compétition avec elles pour un nombre limité de 
nutriments (Pickard et al., 2017) et en stimulant le système immunitaire de l’hôte 
(Stappenbeck et al., 2002 ; Rakoff-Nahoum et al., 2004).  
Le microbiote joue également un rôle majeur dans le métabolisme des xénobiotiques. 
En effet, alors que l’Homme ne peut réaliser qu’un nombre réduit de réactions 
comprenant essentiellement l’oxydation, l’hydrolyse et la conjugaison de petites 
molécules telles que le glutathion, le métabolisme des bactéries intestinales est quant 
à lui plus diversifié avec notamment la réduction, l’ajout de groupements méthyles ou 
acétyles, ou bien la formation de radicaux (Collins, Patterson, 2020). Ces propriétés 
Figure 2 : Abondance relative des quatre phyla dominants des microbiotes intestinaux de 12 pays. 
JP : Japon ; AT : Autriche ; SE : Suède ; FR : France ; RU : Russie ; US : Etats-Unis ; CN : Chine ; DK : 
Danemark ; ES : Espagne ; VE : Venezuela ; MW : Malawi ; PE : Pérou 
Source : Nishijima et al., 2016 
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confèrent au microbiote un véritable pouvoir d’action sur les xénobiotiques et leurs 
métabolites qu’il serait impossible d’obtenir par l’hôte seul (Lindenbaum et al., 1981 ; 
Björkholm et al., 2009 ; Clayton et al., 2009). A l’inverse, la flore digestive peut être 
perturbée et déséquilibrée par les xénobiotiques, et ainsi ne plus assurer ses fonctions 
bénéfiques pour l’hôte. Cela peut même mener au développement de flores 
pathogènes opportunistes, et ainsi participer à la toxicité du xénobiotique envers l’hôte 
concerné (Claus et al., 2016). Cependant, cette intéraction xénobiotique/microbiote et 
sa toxicité exercée sur l’hôte est encore peu étudiée de nos jours. 
Enfin, le microbiote a un rôle majeur dans la communication bidirectionnelle qui 
s’établit entre le cerveau et l’intestin afin de maintenir l’homéostasie (Cryan et al., 
2019). Il semblerait ainsi que les micro-organismes aient un impact direct sur les 
fonctions neurologiques, immunitaires et endocriniennes de l’hôte (Rhee et al., 2009 ; 
Cryan, Dinan, 2012). En effet, des voies à la fois hormonales et neurologiques entrent 
en jeu avec notamment des cytokines et des neurotransmetteurs, mais tous les acteurs 
entrant en jeu ne sont pas encore connus à ce jour (Grenham et al., 2011 ; Gomez-
Arango et al., 2016).  
Figure 3 : Les sept principaux rôles du microbiote intestinal humain. 
Source : Amon, Sanderson, 2017 
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3.1.4.     Facteurs de variation 
Le microbiote intestinal d’un individu est relativement stable au cours du temps. Il ne 
semble pas beaucoup dépendre du sexe, de l’âge ou de la zone géographique (Faith 
et al., 2013 ; Sangkyu, Jazwinski, 2018). Cependant, chez les personnes âgées le 
microbiote se différencie davantage de celui des autres individus que pour des 
personnes plus jeunes (Claesson et al., 2011). Les variations du microbiote semblent 
s’installer de manière chronique avec le régime alimentaire, la santé de l’individu et 
notamment les co-morbidités telles que l’obésité et les maladies inflammatoires 
chroniques (Santacruz et al., 2010 ; Claesson et al., 2012). La génétique, le mode de 
naissance, le mode d’alimentation durant l’enfance, la prise de médicament, l’hygiène 
et le niveau sanitaire de vie semblent également être des facteurs d’importance qui 
influencent le microbiote intestinal des individus (Voreades et al., 2014). 
 
3.2.    En gestation 
3.2.1.     Changement de quantité 
Durant la gestation, la charge bactérienne globale augmente dans l’intestin, 
notamment durant le dernier tiers de gestation (Collado et al., 2008 ; Nuriel-Ohayon et 
al., 2016) 
 
3.2.2.     Changement de richesse 
La composition du microbiote intestinal change au cours de la gestation. Le nombre 
d’espèces bactériennes observées diminue entre le premier et le troisième tiers de 
gestation (baisse de la diversité alpha), alors qu’une augmentation de la diversité bêta 
est observée, ce qui signifie qu’une augmentation des disparités entre différents 
individus s’établit (Koren et al., 2012 ; Rothenberg et al., 2019). Une autre étude 
menée aux États-Unis n’a en revanche pas mis en évidence de variation au niveau du 







3.2.3.     Changement de composition 
Parmi les changements d’abondance majeurs, la charge des phyla des 
Actinobactéries et des Protéobactéries augmente significativement entre le premier et 
le troisième tiers de gestation, alors que le genre Feacalibacterium est diminué, 
notamment durant le dernier tiers de gestation (Koren et al., 2012) (Figure 4). En 
revanche, la proportion des deux phyla principaux – les Firmicutes et les Bactéroïdètes 
– ne varie pas au cours de la gestation (Rothenberg et al., 2019). D’autres études n’ont 
pas observé de modification de composition au cours de la gestation (Avershina et al., 









Figure 4 : Abondance relative des différents phyla composant le microbiote intestinal au premier 
trimestre de gestation (barre horizontale orange à gauche) et au troisième trimestre de gestation 
(barre horizontale grise à droite) chez 91 femmes enceintes. 
Source : Koren et al., 2012 
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4. Microbiote vaginal 
4.1.    Hors gestation 
4.1.1.     Richesse  
De manière physiologique, le vagin est un écosystème complexe composé de plus de 
250 espèces bactériennes chez la femme (Li et al., 2012 ; Mendling, 2016). Il est 
estimé qu’un millilitre de sécrétion vaginale contient plus de 100 millions de bactéries 
(Cerbini et al., 1985). 
 
4.1.2.     Composition 
La flore vaginale est composée de six phyla dominants : Firmicutes, Bactéroïdètes, 
Fusobactéries, Actinobactéries, Tenericutes and Protéobactéries, par ordre 
décroissant d’abondance (Zhang et al., 2018). Les Lactobacilles, des bactéries qui 
appartiennent au phylum des Firmicutes, sont de loin la famille de bactéries 
prédominante de la flore vaginale normale, avec une abondance généralement 
supérieure à 70% (Miller et al., 2016). Cependant, l’espèce bactérienne de Lactobacille 
dominante varie selon les individus. Les trois bactéries les plus communes sont 
Lactibacillus inners, L. crispatus et L. jenseni (Zozaya-Hinchliffe et al., 2010). En 
conséquence, il est cohérent de trouver dans la littérature que les diversités alpha (au 
sein d’un échantillon) et bêta (inter-individuelle) sont plutôt faibles au niveau vaginal, 
en comparaison aux microbiotes oraux et intestinaux (Human Microbiome Project 
Consortium, 2012a ; 2012b). À partir des microbiotes vaginaux de 396 femmes en 
bonne santé, Ravel et son équipe ont défini cinq groupes de femmes appelés CST 
(Community State Type) en fonction de l’espèce bactérienne dominante (Figure 5). 
Quatre d’entre eux sont dominés par une espèce de Lactobacilles (L. crispatus, L. 
iners, L. jensenii ou L. gasseri), alors que le cinquième présente une quantité plus 
faible de producteurs d’acide lactique, mais une plus grande diversité de bactéries 
anaérobies strictes (Ravel et al., 2011). Tous ces profils sont physiologiques, mais 
certains prédisposent au développement d’une inflammation plus importante que 
d’autres. Par exemple, des études in vitro ont montré que la culture de Lactobacilles 
tels que L. jensenii ou L. crispatus sur un épithélium vaginal ne provoque pas de 
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réponse inflammatoire alors qu’une inflammation est présente avec L. iners et L. 
gasseri (Kyongo et al., 2012 ; Rose et al., 2012 ; Fichorova, Anderson, 1999).  
Plus récemment, un nouveau profil bactérien, ou CST, a été mis en évidence. Il est 
caractérisé par la prédominance de bactéries du genre Bifidobacterium, procurant un 
rôle protecteur similaire aux Lactobacilles (De Seta et al., 2019).  
 
(Koedooder et al. 2019) 
 
Figure 5 : La catégorisation des microbiotes vaginaux des femmes en 5 groupes en fonction de la 
composition du microbiote, et notamment de l’espèce bactérienne dominante. 
Source : d’après Koedooder et al., 2019 
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4.1.3.     Rôle 
Le microbiote vaginal participe à la défense de l’hôte contre une contamination 
ascendante de germes depuis le milieu extérieur par différents mécanismes bien 
connus de nos jours : par compétition en occupant l’espace physique du vagin, mais 
également en produisant des substances antibactériennes, des cytokines ainsi que de 
l’acide lactique. (Klebanoff et al., 1991 ; Boskey et al., 2001 ; Voravuthikunchai et al., 
2006). Sous influence des œstrogènes, la quantité de glycogène augmente dans le 
vagin, et celui-ci est utilisé par les lactobacilles qui se développent afin de synthétiser 
de l’acide lactique (Spear et al., 2014 ; Witkin, Linhares, 2017). Du fait de l’acide 
lactique produit, le pH vaginal est physiologiquement acide avec une valeur qui 
avoisine les 3.8 ± 0.3 (O’Hanlon et al., 2013). Cela permet d’inactiver un certain 
nombre d’agents pathogènes impliqués dans les dysbioses vaginales, appelées 
également vaginoses bactériennes (Wilson, 2004). 
 
4.1.4.     Facteurs de variation 
Le statut physiologique ainsi que les conditions environnementales influencent la santé 
de la flore vaginale chez la femme. L’âge, par exemple, est un facteur qui influence la 
composition du microbiote vaginal. En effet, les femmes plus jeunes présentent 
davantage de vaginoses que les femmes plus âgées (Wilson et al., 2007). Également, 
les fumeuses semblent présenter un taux en œstrogènes plus faible (Westhoff et al., 
1996), une quantité plus faible de Lactobacilles dans leur vagin, et être ainsi plus 
enclines à développer une vaginose (Bagaitkar et al., 2008 ; Brotman et al., 2014). 
L’activité sexuelle, l’hygiène et le recours à une antibiothérapie sont aussi des facteurs 











4.2.    En gestation 
4.2.1.     Changement de quantité 
À notre connaissance, aucun changement de quantité de bactéries au niveau du vagin 
au cours de la gestation n’a été rapporté dans la littérature. 
 
 
4.2.2.     Changement de richesse 
Tout comme pour l’intestin, la diversité microbienne alpha (le nombre d’espèces) 
diminue lors de la gestation du fait d’une augmentation des bactéries de la famille des 
Lactobacilles et une diminution des espèces anaérobies (Romero et al., 2014 ; 
Serrano et al., 2019). 
La transition de flore bactérienne s’observe très tôt, dès le premier tiers de gestation, 
alors que le microbiote en fin de gestation ressemble davantage à celui d’une femme 
qui n’est pas enceinte (Aagaard et al., 2012). 
 
4.2.3.     Changement de composition 
La composition de la flore vaginale évolue au cours de la gestation. Alors que les 
Firmicutes augmentent, les autres phyla tels que les Bactéroïdètes, les Actinobactéries 
et les Protéobactéries diminuent (Aagaard et al., 2012). Si l’on considère les 
phylotypes, ceux dominés par des espèces de Lactobacilles augmentent 
significativement au cours de la gestation au profit de ceux dominés par d’autres 
bactéries, dont les pathogènes (Romero et al., 2014). Il a été démontré que la 
croissance des Lactobacilles est sous dépendance hormonale (Witkin, Linhares, 
2017). En effet, un niveau plasmatique plus faible en œstrogènes augmente 
significativement le risque de vaginose bactérienne. (Wilson et al., 2007). Il est donc 
cohérent d’observer, d’une part, un développement des flores anormales plus 
fréquemment au début du cycle menstruel, le niveau en oestrogènes étant au plus bas 
(Keane et al., 1997 ; Morison et al., 2005), et d’autre part, un certain nombre de 
résolutions spontanées de vaginose avec la gestation, avec notamment une 
recolonisation du milieu par des Lactobacilles (Hay et al., 1994). 
35 
 
5. Microbiote cutané 
5.1.    Hors gestation 
5.1.1.     Richesse  
La peau fait partie des plus grands organes du corps humain. Contrairement aux 2m² 
de surface que l’on peut retrouver parfois dans la littérature, si l’on considère les 
nombreux follicules pileux et les canaux sudoripares qui abritent également un 
microbiote, on obtient une surface colonisable par les micro-organismes d’environ 
25m² (Gallo, 2017). Il est estimé que la peau d’un être humain est habitée par 
approximativement un million de bactéries par cm² (Grice et al., 2008).  
 
5.1.2.     Composition 
Le microbiote cutané se compose d’un nombre d’OTUs limité au sein d’un même site 
de prélèvement (faible diversité alpha) : une étude réalisée au niveau des coudes sur 
cinq individus a mis en évidence 113 OTUs, mais plus de 90% des séquences 
appartenaient à seulement 10 OTUs (Grice et al., 2008). Il est composé en grande 
majorité de bactéries appartenant aux phylas des Protéobactéries, des 
Actinobactéries, des Firmicutes et des Bactéroïdètes, par ordre décroissant 
d’abondance (Grice et al., 2008 ; Prescott et al., 2017). En revanche, d’autres études 
ont mis en évidence une prédominance des Actinobactéries et non des 
Protéobactéries (Cundell, 2018). La composition de ce microbiote diffère ainsi de 
manière importante entre les différents individus (grande diversité bêta) (Gao et al., 
2007).  De même, au sein d’un même individu, la colonisation par la flore commensale 
est conditionnée par les conditions physico-chimiques de la peau : on peut séparer les 
milieux sec, humides et sébacés qui abriteront des flores bactériennes différentes 
(Grice et al., 2009 ; Rosenthal et al., 2011) (Figure 6). En effet, les sites sébacés sont 
dominés par des bactéries lipophiles telles que les bactéries du genre 
Propionibacterium, alors que ce sont les genres Staphylococcus et Corynebacterium 
qui prédominent sur les sites davantage humides tels que les pieds par exemple (Byrd 







5.1.3.     Rôle 
La majorité des micro-organismes retrouvés sur la peau sont considérés comme 
commensaux, voire symbiotiques. En effet, il a été prouvé qu’ils procurent une 
protection contre les agents pathogènes, notamment en participant à l’abaissement du 
pH cutané, non propice au développement des microbes pathogènes (Cogen et al., 
2008 ; Lambers et al., 2006). Le microbiote cutané est également essentiel dans la 
réparation des tissus en cas de lésion, grâce à la production de composés 
antimicrobiens et anti-inflammatoires afin de garder la fonction de barrière contre les 
pathogènes (Sanford, Gallo, 2013). Dans le même temps, la flore commensale régule 
le système immunitaire de l’hôte afin de ne pas créer de réaction inflammatoire due à 
leur présence (Scharschmidt et al., 2015 ; Scharschmidt, 2017). Naik et son équipe 
Figure 6 : Composition du microbiote cutané en fonction de la localisation sur le corps humain. 
Source : Rosenthal et al., 2011 
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ont étudié le renforcement du système immunitaire par la bactérie Staphylococcus 
epidermis, qui provoque une migration de lymphocytes T spécialisés dans l’épiderme, 
limitant ainsi l’invasion par des pathogènes, sans pour autant provoquer 
d’inflammation du fait de leur présence. En revanche, lors d’exposition à une nouvelle 
bactérie, une réaction inflammatoire rapide se met en place (Naik et al., 2015). 
 
5.1.4.     Facteurs de variation 
Bien que les variabilités interindividuelles et inter-sites cutanés au sein d’un même 
individu soient importantes, une étude longitudinale sur deux ans a montré une stabilité 
du microbiote avec le temps, même s’il est exposé à l’environnement extérieur (Oh et 
al., 2016). Malgré tout, le microbiote cutané conserve une plus grande variabilité au 
cours du temps que les microbiotes oraux ou intestinaux (Costello et al., 2009). Le 
milieu de vie et les personnes que l’on fréquente influencent les bactéries de la peau : 
de plus grandes similarités ont été observées entre des membres de la même famille 
vivant dans la même maison qu’entre individus de différents foyers (Song et al., 2013). 
De plus, des facteurs environnementaux tels que la température, l’humidité, 
l’exposition à la lumière ainsi que les caractéristiques de l’hôte telles que le sexe, la 
génétique, le statut immunitaire et l’utilisation de cosmétiques sont reconnus pour 
influencer le microbiote cutané, tant en taille de population qu’en structure de 
communauté (Roth, James, 1988 ; Cundell, 2018). Une modification du microbiote est 
également rapportée dans de nombreuses maladies de la peau telles que l’acné, la 
dermatite atopique, la rosacée, le psoriasis, etc. (Ellis et al., 2019). 
 
5.2.    En gestation 
Peu de données sont disponibles dans la littérature sur les variations du microbiote 







6. Mise en place du microbiote fœtal  
6.1.    Avant naissance 
Historiquement, le placenta et le fœtus sains étaient considérés stériles, mais on sait 
aujourd’hui que ce n’est pas le cas (Stout et al., 2013). Le placenta héberge un 
microbiote qui lui est unique, composé de bactéries commensales appartenant aux 
phyla des Firmicutes, Tenericutes, Protéobactéries, Bactereoidetes et Fusobactéries 
(Aagaard et al., 2014). Les bactéries retrouvées dans le placenta et le liquide 
amniotique ont une richesse faible, une abondance faible et sont semblables au 
microbiote retrouvé dans le méconium (Collado et al., 2016 ; Ii et al., 2018). Ces 
découvertes suggèrent un transfert de bactéries au niveau de l’interface mère-fœtus 
durant la gestation. Bien que la présence de bactéries au niveau de l’unité fœto-
placentaire soit reconnue par tous les auteurs en situation pathologique, la réelle 
existence d’un microbiote placentaire physiologique reste davantage incertaine. En 
effet, plusieurs études n’ont pas mis en évidence de bactéries au niveau du placenta 
et du liquide amniotique, et suspectent des contaminations à postériori d’avoir faussé 
les résultats compte tenu de la faible quantité de bactéries retrouvées (Lim et al., 
2018 ; THEIS et al., 2019). De nouvelles études sont donc nécessaires afin de 
confirmer l’existence de ce microbiote et préciser son rôle dans le développement du 
fœtus. 
 
6.2.    Après naissance  
La principale colonisation du fœtus par des bactéries se fait au moment de 
l’accouchement. La voie d’accouchement joue un rôle majeur dans l’acquisition du 
microbiote pour le fœtus. En effet, un enfant naissant par voie naturelle est colonisé 
majoritairement par des bactéries vaginales (Lactobacillus, Prevotella, Sneathia spp.) 
alors qu’un enfant qui nait par césarienne sera colonisé principalement par des 
bactéries du microbiote cutané maternel (Staphylococcus, Corynebacterium, 
Propionibacterium spp.) (Dominguez-Bello et al., 2010). Il n’y a pas que la peau du 
nouveau-né qui est colonisée par des bactéries lors de l’accouchement, les 
microbiotes des voies respiratoires et du tube digestif du fœtus se trouvent également 
impactés par le mode d’accouchement (Biasucci et al., 2008). Concernant le 
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microbiote intestinal des enfants nés par césarienne, l’abondance et la diversité des 
Actinobactéries et des Protéobactéries sont plus faibles alors que celles des 
Firmicutes sont plus grandes durant les trois premiers mois de vie minimum (Rutayisire 
et al., 2016). Des modifications de microbiotes en fonction du mode d’accouchement 
sont encore visibles durant les quatre premières années de vie de l’enfant, bien que 
celles-ci se réduisent avec le temps (Fouhy et al., 2019). Or, le microbiote du nouveau-
né, et notamment son installation précoce, est primordial dans la maturation de son 
système immunitaire, la protection contre les pathogènes ainsi que dans l’assimilation 
des nutriments (Kelly et al., 2007 ; Shreiner et al., 2015). Un microbiote intestinal 
pauvre et déséquilibré (par exemple ratio Enterobacteriaceae/Bacteroidaceae) au 
cours de leur première année de vie prédispose les nouveau-nés à des maladies 
immunitaires et métaboliques qui se manifesteront durant leur enfance (Abrahamsson 
et al., 2014 ; Azad et al., 2015). Plusieurs auteurs soulignent la corrélation entre le 
mode d’accouchement par césarienne et l’augmentation du risque d’obésité (Kuhle et 
al., 2015), d’asthme (Black et al., 2015) ou de diabète de type 1 (Adlercreutz et al., 
2015). L’hypothèse avancée par les auteurs est le manque de contact entre le 
nouveau-né et la flore vaginale de sa mère lors de l’accouchement, ce qui aurait 
entraîné une modification du microbiote initial et ainsi un mauvais développement de 
son système immunitaire (Neu, Rushing, 2011). Une étude s’est intéressée à mettre 
en contact le nouveau-né sorti par césarienne avec des sécrétions vaginales de sa 
mère immédiatement après l’accouchement (Dominguez-Bello et al., 2016). Un suivi 
des microbiotes oraux, cutanés et vaginaux durant le premier mois de vie a mis en 
évidence une partielle restauration des microbiotes, qui se rapprochent de ceux des 
nouveau-nés mis au monde par voie vaginale. Même si les bénéfices sur le long terme 
restent à être démontrés, cette étude confirme le rôle du microbiote vaginal maternel 








6.3.    Antibiothérapie prénatale, microbiote fœtal et santé du fœtus 
La prise de traitements antibiotiques durant la gestation participe à la perturbation de 
la flore digestive chez la femme, en réduisant la taille du microbiote intestinal d’une 
part, et en bouleversant la structure de la communauté microbienne d’autre part 
(Bartosch et al., 2004). Elle peut avoir des répercussions à court terme et à long terme 
sur la santé du fœtus puis de l’enfant, et conduire à une perturbation dans la mise en 
place de sa propre flore digestive (Collado et al., 2016). Une étude parue en 2013 s’est 
intéressée à la corrélation entre le recours à une antibiothérapie durant la gestation et 
le poids des fœtus à la naissance. Les nouveaux-nés de mères ayant pris un traitement 
antibiotique pèsent en moyenne 138g de moins que ceux nés de mères n’ayant pas 
pris de traitement (Vidal et al., 2013). Or, un certain nombre de pathologies sont 
statistiquement plus fréquentes sur les sujets ayant eu un poids de naissance faible 
tels que l’obésité, le diabète de type 2, des maladies cardiovasculaires ou encore des 
cancers (Yu et al., 2011 ; Whincup et al., 2008 ; Drake, Walker, 2004 ; Nilsen et al., 
2005 ; Wu et al., 2011). Mueller et son équipe ont d’ailleurs directement mis en relation 
l’utilisation prénatale d’antibiotique et l’obésité durant l’enfance avec un risque de 84% 
supérieur lorsque les mères ont eu recours à une antibiothérapie (Mueller et al., 2015). 
Enfin, des maladies neurologiques et atopiques ont une prévalence supérieure 
lorsqu’une antibiothérapie prénatale a eu lieu. C’est le cas pour l’asthme où, d’après 
les travaux de Lapin en 2015, les enfants sont plus à même de développer de l’asthme 
avant l’âge de 3 ans (Lapin et al., 2015). Puisque la majorité des antibiotiques 
traversent le placenta et rejoignent ainsi la circulation sanguine fœtale (Pacifici, 2006), 
on peut supposer que ces pathologies observées chez l’enfant résultent d’une 
perturbation de sa flore initiale suite à la prise de traitements antibiotiques réalisée par 
leur mère en période prénatale. Cependant, une potentielle dysbiose précoce chez le 
fœtus reste à démontrer, au même titre que la réelle existence d’un microbiote fœtal, 







7. Microbiotes et complications de gestation 
Il est reconnu de nos jours qu’une contamination de l’unité fœto-placentaire par des 
bactéries pathogènes provoque des complications de gestation (Goldenberg et al., 
2000). La prématurité spontanée, consécutive à une inflammation placentaire, est la 
complication la plus fréquente qui est associée à une importante morbidité et mortalité 
néo-natale (Suff et al., 2019). Cependant, les sources de contamination de l’unité fœto-
placentaire ne sont pas encore toutes connues aujourd’hui, et d’autres études devront 
être menées afin d’identifier les rôles précis des microbiotes oraux, vaginaux et 
intestinaux dans ces complications de gestation. 
 
7.1.    Porphyromonas gingivalis et complications de gestation 
Porphyromonas gingivalis fait partie des agents pathogènes les plus fréquents dans 
les maladies parodontales, et notamment les gingivites (How et al., 2016). Ces 
pathologies sont fréquentes durant la gestation du fait des changements hormonaux 
et immunitaires, puisqu’elles concernent entre 30 et 100% des femmes enceintes 
selon les études (Onigbinde et al., 2014). Une corrélation entre ces maladies 
parodontales et de nombreuses complications de gestation a été établie, telles que la 
prématurité, la pré-éclampsie, le diabète de gestation, l’arrêt de croissance du fœtus 
ou encore l’avortement spontané (Boggess et al., 2005 ; Contreras et al., 2006 ; 
Chopra et al., 2020). Deux mécanismes entrent en jeu : d’une part les micro-
organismes ou leurs composés atteignent directement l’unité fœto-placentaire par la 
circulation sanguine maternelle, d’autre part ils induisent une inflammation avec la 
libération de molécules inflammatoires qui impactent également l’unité fœto-
placentaire (Katz et al., 2009 ; Hasegawa-Nakamura et al., 2011 ; Sanz et al., 2013 ; 
Vanterpool et al., 2016). L’origine buccale de cette bactérie a été confirmée lorsque 
des souris gravides, préalablement ensemencées avec Porphyromonas gingivalis 
directement au niveau des gencives, ont montré des durées de gestation 
significativement plus courtes, d’environ 10% par rapport aux souris du groupe témoin 
(Ao et al., 2015). L’augmentation significative des taux plasmatiques de médiateurs de 
l’inflammation tels que TNF-α ainsi que diverses interleukines a également été 
observée chez les souris ensemencées par rapport aux souris du groupe contrôle 
(Figure 7). Enfin, dans cette même étude, la structure du placenta au moment de la 
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mise bas a été évaluée. Non seulement des modifications majeures ont été observées 
dans le groupe pré-infecté par Porphyromonas gingivalis telles qu’un détachement du 
placenta, une inflammation, des plages de nécrose, mais ils ont également retrouvé la 
bactérie directement in situ par PCR et immunohistochimie, ce qui donne de nouvelles 
perspectives sur l’implication des dysbioses orales dans les complications de gestation 
(Ao et al., 2015) (Figure 8). 
 
 
NE PAS SUPPRIMER : (Shipitsyna et al. 2013) 
 
 
Figure 7 : Concentrations de cytokines pro-inflammatoires sériques chez les souris gravides 6 semaines 
après infection par Porphyromonas gingivalis au niveau des gencives (P.g.-infected group ; en noir) et 
chez les souris gravides du groupe contrôle (NC group ; en blanc). 





7.2.    Vaginoses et complications de gestation 
Lors de la vaginose, des bactéries pathogènes telles que Gardanella vaginalis ou 
Prevotella spp. colonisent le vagin au détriment des Lactobacilles (Figure 9). Il arrive 
que ces espèces pathogènes se retrouvent chez des sujets asymptomatiques, mais 
elles sont souvent associées à des complications de gestation du fait de l’inflammation 
et du déséquilibre créé. Les complications rencontrées les plus fréquentes sont la 
prématurité spontanée (Hillier et al., 1995 ; Romero et al., 2014), les fausses couches 
(Llahi-Camp et al., 1996) ou encore la chorioamnionite (Gibbs, 1993). L’origine de ces 
complications la plus probable est une contamination ascendante de l’utérus à partir 
du vagin, qui se produirait le plus probablement au cours du second trimestre de 
gestation (Krohn et al., 1995 ; Goldenberg et al., 2008). En effet, de nombreuses 
bactéries vaginales ont été retrouvées au niveau de l’unité fœto-placentaire lors 
d’inflammation du liquide amniotique, cette inflammation conduisant régulièrement à 
une prématurité spontanée (Staude et al., 2018).  
 
Figure 8 : Présence de Porphyromonas gingivalis au niveau du placenta chez les souris gravides 
préalablement infectées avec cette bactérie au niveau des gencives. 
(I) Immunolocalisation (pigment brun) et (J) PCR sur le gêne mgl de la souche Porphyromonas 
gingivalis-W83 au niveau placentaire chez le groupe préalablement infecté par Porphyromonas 
gingivalis (P.g.-infected group) et chez le groupe contrôle (NC group). PC : contrôle positif. 





7.3.    Une possible contamination hématogène d’origine digestive 
Comme étudié précédemment, la diffusion d’agents pathogènes par voie hématogène 
depuis la cavité orale est reconnue aujourd’hui, ainsi que les complications de 
gestation qui peuvent se produire par la suite. En revanche, une telle diffusion de 
bactéries depuis les intestins reste encore à étudier. Des études semblent mettre en 
évidence la présence de bactéries provenant du tube digestif dans le liquide 
amniotique (DiGiulio et al., 2010). Bien que des similarités entre les microbiotes 
intestinaux et vaginaux aient été mises en évidence, il n’est pas encore clair 
Figure 9 : Composition relative d'une flore vaginale normale (Control) et d’une flore vaginale 
déséquilibrée (ou vaginose ; BV). 
Source : d’après Shipitsyna et al., 2013    
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aujourd’hui qu’une contamination utérine par voie hématogène depuis l’intestin puisse 
survenir, ou bien que les bactéries transitent par le vagin compte tenu de la proximité 
entre l’anus et le vestibule du vagin (Reid et al., 2001 ; El Aila et al., 2009 ; Solt, 2015). 
 
8. Synthèse 
Le corps humain héberge une quantité différente de bactéries selon les localisations, 
avec une concentration maximale au niveau des fèces (Figure 10). Que ce soit au 
niveau de la bouche, de l’intestin, du vagin ou de la peau, la grande majorité des 
bactéries commensales appartiennent aux quatre mêmes phyla : Firmicutes, 
Actinobactéries, Bactéroïdètes et Protéobactéries (Figure 11). Cependant, chaque 
microbiote est unique puisque l’abondance de chacun de ces phyla varie entre les 
différents sites du fait des caractéristiques physico-chimiques des milieux. Par 
exemple, alors que les Actinobactéries et les Protéobactéries sont les plus abondants 
au niveau de la peau, ce sont les Firmicutes et les Bactéroïdètes qui prédominent dans 
l’intestin (Grice, Segre, 2011).  
Quelle que soit sa localisation, le rôle majeur du microbiote est la protection de l’hôte 
contre les infections par des agents pathogènes, à la fois par action directe en 
synthétisant des substances antimicrobiennes dirigées contre les bactéries 
opportunistes, mais aussi par action indirecte en occupant la niche écologique. Le 
microbiote intestinal assure également d’autres fonctions majeures telles que la 
digestion dans le tube digestif ou bien la synthèse de vitamines non fabriquées par les 
cellules du corps humain.  
Lors de la gestation, les conditions environnementales évoluent pour permettre le 
développement du fœtus, avec notamment des bouleversements métaboliques, 
immunitaires et hormonaux. Il est cohérent que les microbiotes se voient bouleversés 
face à ces changements. Lors de conditions permissives, la flore commensale peut 
être pertubée et permettre le développement d’agents pathogènes : on parle de 
dysbioses. Lorsque de tels déséquilibres se produisent durant la gestation, des 












Figure 11 : Répartition des bactéries symbiotiques dans le corps humain. 
Source : LEEM / source schéma : Dethiefsen et al. Nature 2007 
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CHAPITRE II : PARTIE EXPERIMENTALE 
 
1. Matériel et méthode 
1.1.    Constitution des groupes de brebis 
L’expérimentation réalisée sur les animaux dans cette étude a été validée par un 
comité d’éthique agréé par le Ministère de l’Agriculture français (numéro de référence : 
APAFIS#13820-2018022716042631). 
Dans cette étude, dix brebis gravides, provenant du groupement Gènes Innovation 
Diffusion (GID) Lacaune à Roquefort, de race Lacaune et d’âges variés ont été suivies 
à partir du quarantième jour de gestation (défini comme J1 dans notre étude) jusqu’à 
la fin de la gestation (J88 dans notre étude). Deux groupes, homogènes en âge et en 
poids, ont été constitués à leur arrivée dans la bergerie : le groupe témoin (n=5) et le 
groupe exposé au bisphénol A (BPA ; n=5). Les groupes cohabitaient dans la même 
bergerie, mais dans deux cases différentes et séparées de plusieurs mètres l’une de 
l’autre afin de rendre impossible le contact direct d’individus d’une case à l’autre 
(Figure 12). Chaque case était un rectangle de dimensions 5 mètres par 2,5 mètres. 
Les deux groupes de brebis étaient nourries avec le même aliment et soignés de la 
même manière et par les mêmes animaliers. Elles disposaient d’eau et de foin à 
volonté, et elles recevaient matin et soir 150 grammes d’aliment concentré pour brebis 
adultes (Brebilac®, RAGT, Rodez, France). Les cases étaient paillées tous les jours 
avec 0,3 à 0,5 kg de paille par animal. Elles étaient curées avant le début de 




1.2.    Traitement 
Entre les jours J1 et J88, les brebis recevaient quotidiennement une injection par voie 
sous-cutanée : du solvant (50 µl/kg de poids vif) pour les brebis du groupe témoin, de 
la solution contenant du BPA (50 µl de solution finale de BPA représentant 1 mg de 
BPA par kg de poids vif) pour les brebis du groupe BPA. 
Les deux types de solutions ont été préparés chaque semaine de la manière suivante : 
 
Préparation du solvant : le solvant est un mélange d’éthanol (Fischer Scientific, Illkirch-
Graffenstaden, France) et d’huile de maïs (Sigma-Aldrich Chemie, Saint-Quentin 
Fallavier, France). Un volume d’éthanol était dilué dans huit volumes d’huile de maïs. 
Chaque semaine, 162 ml de solvant étaient préparés, répartis dans deux flacons de 
100 ml en verre brun préalablement passés à l’autoclave. Pour cela, 9 ml d’éthanol 
étaient mélangés à 72 ml d’huile de maïs dans chacun des verres à pied, soit 81 ml 
de solvant par contenant. 
Préparation de la solution mère de BPA : une solution mère de BPA à la concentration 
de 180 mg de BPA par ml était reconstituée toutes les 5 semaines et demi à partir de 
BPA en poudre (Sigma-Aldrich Chemie, Saint-Quentin Fallavier, France) et d’éthanol. 
Pour cela, 18 g de BPA étaient mélangés à 100 ml d’éthanol dans un flacon en verre 
Figure 12 : Plan de la bergerie 
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brun préalablement passé à l’autoclave. Le BPA était pesé dans un bac plastique 
stérile puis introduit dans le flacon à l’aide d’un entonnoir en verre préalablement passé 
à l’autoclave. 
Préparation de la solution finale de BPA : la solution mère de BPA était diluée dans de 
l’huile de maïs afin d’obtenir une concentration finale de 20 mg de BPA par ml de 
solution finale. Chaque semaine, 162 ml de solution finale de BPA étaient préparés, 
répartis dans deux flacons de 100 ml en verre brun préalablement passés à 
l’autoclave. Pour cela, 9 ml de de solution mère de BPA étaient mélangés à 72 ml 
d’huile de maïs dans chacun des verres à pied, soit 81 ml de solution finale de BPA 
par contenant. 
Ainsi, quatre flacons étaient préparés tous les lundis matins contenant chacun 81 ml 
de solution et fermés hermétiquement. Ils étaient correctement identifiés « Vehicle » 
pour le solvant et « Solution BPA 20mg/ml » pour la solution finale de BPA. Les 
solutions étaient stockées dans le réfrigérateur du laboratoire à 4°C. Les flacons de 
solvant étaient stockés sur des plateaux différents des solutions finales de BPA.  
Les solutions ainsi préparées étaient utilisées pour la préparation des seringues 
chaque matin durant une semaine. Les solutions résiduelles étaient ensuite jetées, et 
de nouvelles solutions étaient préparées le lundi matin suivant. 
 
1.3.    Préparation des seringues   
Chaque jour, avant de descendre à la bergerie, une seringue pour chaque brebis était 
préparée à partir des solutions, sur des paillasses distinctes en commençant par le 
solvant. Les seringues étaient d’abord étiquetées de A1 jusqu’à A5 pour le groupe 
contrôle et de B1 jusqu’à B5 pour le groupe BPA. Avant prélèvement, chaque solution 
était agitée jusqu’à obtention d’une émulsion stable. Une fois la dose de solution 
préparée en fonction du poids de la brebis, les seringues A du groupe témoin et B du 
groupe BPA étaient placées sur des plateaux différents. La nomenclature de chaque 
seringue (A1 jusqu’à B5) correspondait à l’identification reportée sur la laine des brebis 




1.4.    Exposition des individus aux solutions 
Les injections étaient réalisées par voie sous-cutanée à l’aide de seringues de 5ml et 
d’aiguilles 19G, au niveau de la région interscapulaire, en commençant toujours par le 
lot témoin. Un rectangle de 15*25cm a été tondu au préalable ainsi que chaque 
semaine par la suite. Sept zones ont été arbitrairement définies afin de ne pas réaliser 
les injections à un point identique entre les jours d’une même semaine (Figure 14). 
Avant de réaliser l’injection, la zone était nettoyée avec une première compresse 
imbibée d’alcool à 70%, puis une seconde imbibée de vétédine solution (Vetoquinol, 
Lure, France). Les compresses, l’alcool et la vétédine solution étaient stockés sur des 
charriots distincts entre le groupe témoin et le groupe BPA. Quatre opérateurs ont 
réalisé les injections au cours de l’étude, tous formés de la même manière. Au sein 
d’un même jour, les dix brebis recevaient l’injection par le même opérateur.  





1.5.    Observations, prélèvements et mesures au cours de l’expérience 
Chaque jour, l’état de santé des brebis était vérifié : l’opérateur était attentif aux 
comportements anormaux comme par exemple une bête qui se tenait à l’écart, qui 
restait couchée, ou bien qui boitait. Tout événement qui pouvait se produire lors des 
injections était reporté sur une feuille de suivi comme par exemple un saignement ou 
un reflux de produit (Annexe 1).  
Chaque semaine, toutes les brebis étaient pesées afin de réajuster le volume 
administré lors les injections et de respecter la posologie de 50 µl/kg de poids vif 
(plateforme de pesée Salter Brecknell LS300, Brecknell, Fairmont, États-Unis) 
(Annexe 2). Également, un examen rapproché de chaque animal était réalisé, en 
portant attention notamment à l’état de la région vulvaire, de la zone d’injection ainsi 
que du museau (lésions, écoulements, etc.) (Annexe 3). Aucun antibiotique n’a été 
administré aux animaux tout au long de l’expérimentation. Enfin, une prise de sang 
Figure 14 : Schématisation de la zone de tonte et des points d’injection. 
Sept points d’injections ont été prédéfinis pour les sept injections hebdomadaires : quatre à gauche (G1 
– G4) et trois à droite (D1 – D3)  
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était réalisée à l’aide d’une aiguille 23G sur chaque brebis afin d’évaluer l’exposition 
au BPA ((Lacroix et al., 2011) ; les résultats ne seront pas présentés dans cette thèse).  
Le premier jour de l’expérience (J1) et le quatre-vingt-huitième jour (J88), des 
écouvillons buccaux, vaginaux et cutanés, ainsi que des prélèvements de fèces ont 
été réalisés afin d’étudier le microbiote de chaque site et son évolution au cours du 
temps (Annexe 4). Deux opérateurs étaient présents pour la réalisation des 
prélèvements : le premier assurait la contention de la brebis tandis que le second 
effectuait le prélèvement. L’écouvillon cutané était réalisé en premier afin de réduire le 
risque de contamination par l’opérateur lors de la contention pour la réalisation des 
autres prélèvements. Pour cela, l’opérateur faisait rouler l’écouvillon au centre du carré 
de tonte en région interscapulaire. L’écouvillon buccal a été réalisé au niveau de la 
face intérieure des joues ainsi que sur les gencives des brebis, en veillant à ne pas 
toucher la peau de la commissure des lèvres avec l’écouvillon. Après avoir nettoyé la 
vulve avec de la vétédine savon, le prélèvement vaginal a été réalisé en se servant de 
l’emballage stérile de l’écouvillon comme d‘un spéculum afin de guider l’écouvillon 
jusqu’au vagin, en évitant toute contamination par la vulve ou le vestibule du vagin. 
Enfin, le prélèvement de selles a été effectué directement dans le rectum à l’aide d’un 
gant non stérile.  
Suite à la réalisation des échantillons, ceux-ci étaient replacés dans leurs emballages 
stériles pour les écouvillons, et introduits dans un petit pot stérile pour les selles. 
Chaque échantillon était identifié en reportant à la fois le site de prélèvement, la date 
ainsi que le numéro d’identification de la brebis. Tous les échantillons ont été 
conservés au laboratoire à -80°C immédiatement après prélèvement. Ils ont ensuite 
été envoyés au laboratoire Vaiomer (Labège, France) pour des analyses tout en 









1.6.    Modalités de traitement des échantillons 
L’ensemble des analyses de microbiotes a été réalisé par le laboratoire Vaiomer 




Le traitement des échantillons s’est déroulé comme suit : 
 
1.6.1.     Extraction d’ADN génomique à partir des tissus prélevés 
L’extraction de l’ADN génomique (ADNg) a été réalisée en suivant un protocole adapté 
à chaque type de tissu comme décrit lors de précédentes études (Lluch et al., 2015 ; 
Anhê et al., 2020). Ces protocoles ont été spécifiquement optimisés par VAIOMER 
pour maximiser le recouvrement d’ADN bactérien et minimiser la contamination par 
l’ADN de l’environnement et des réactifs. La qualité et la quantité d’ADNg extrait ont 
Figure 15 : Etapes du traitement des échantillons (crédit : Vaiomer). 
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été évaluées par électrophorèse sur gel d’agarose à 1% (dans du Tris-Borate-EDTA à 
0,5X) et par spectrophotométrie (NanoDrop 2000 UV, Thermo Scientific).  
 
1.6.2.     PCR quantitative 
Le nombre total de copies du gène codant l’ARNr 16S bactérien a été évalué par 
amplification PCR en temps réel en ciblant les régions hypervariables V3-V4 avec les 
amorces EUBF 5′-TCCTACGGGAGGCAGCAGT-3′ et EUBR 5′-
GGACTACCAGGGTATCTAATCCTGTT-3′. La PCR quantitative (qPCR) a été réalisée sur un 
système VIIA 7 PCR (Life Technologies) avec une technologie SYBR Green et avec 
le programme d’amplification suivant : une étape d’activation de 10 min à 95°C puis 
40 cycles de 15 s à 95°C, 1 min à 63°C et 1 min à 72°C. La spécificité des produits 
d’amplification a été évaluée grâce aux courbes de dissociation (réalisées entre 60°C 
et 95°C) et le nombre de copies a été déterminé par comparaison à la gamme 
standard. Le nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S bactérien a été pondéré 
par mg de matière (pour les fèces) et par µl de suspension (pour les écouvillons de la 
bouche, de la peau et du vagin). Trois réplications ont été réalisées à partir de chaque 
échantillon, puis la moyenne des trois nombres de copies obtenus a été conservée 
dans notre étude. 
 
1.6.3.     Séquençage du gène codant l’ARNr 16S 
Les régions hypervariables V3-V4 du gène codant l’ARNr 16S bactérien ont été 
amplifiées par PCR en utilisant les amorces universelles adaptées par Vaiomer 
comprenant les mêmes amorces que celles utilisées en qPCR fusionnées avec les 
séquences partielles des adaptateurs de séquençage (Vaiomer 1F 5’-
CTTTCCCTACACGACGCTCTTCCGATCTTCCTACGGGAGGCAGCAGT-3’ et Vaiomer 1R 5’-
GGAGTTCAGACGTGTGCTCTTCCGATCTGGACTACCAGGGTATCTAATCCTGTT-3’).  
La première étape d’amplification PCR a été réalisée comme suit : une étape initiale 
de dénaturation à 94°C pendant 10 min, puis 35 cycles d’amplification (1 min à 94°C, 
1 min à 68°C et 1 min à 72°C) et une étape d’élongation finale à 72°C pendant 10 min. 
Les produits PCR obtenus (amplicons de 467 paires de base (pb) sur le génome de 
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référence d’Escherichia coli) ont ensuite été purifiés sur billes Agencourt AMPure 
(Beckman Coulter, Brea, États-Unis).  
Une seconde étape d’amplification PCR pour l’ajout des adaptateurs de séquençage 
et le multiplexage des échantillons a été réalisée avec les amorces suivantes 
contenant un index de 6 pb unique à chaque échantillon : Vaiomer 2F (5’-
AATGATACGGCGACCACCGAGATCTACACTCTTTCCCTACACGAC-3’) et Vaiomer 2R (5’-
CAAGCAGAAGACGGCATACGAGAT–index–GTGACTGGAGTTCAGACGTGT-3’). Cette réaction 
de PCR a été réalisée comme suit : une étape de dénaturation initiale de 10 min à 
94°C, 12 cycles d’amplification (1 min à 94°C, 1 min à 65°C et 1 min à 72°C) et une 
étape d’élongation finale de 10 min à 72°C. Les amplicons ont ensuite été purifiés sur 
billes Agencourt AMPure. Les libraires ont été regroupées par un robot Tecan Evo 150 
en un mélange équimolaire qui a été séquencé à 14 pmole sur une plateforme MiSeq 
Illumina en 2 x 300 pb (2 x 300 bp paired-end MiSeq kit v3, Illumina) en suivant le 
protocole standard amplicon. 
 
1.7.    Analyse des données 
1.7.1.     Analyse des données de séquençage 
Les données de séquençage ont été analysées en suivant un pipeline de bio-
informatique basé sur les recommandations FROGS (Find, Rapidly, OTUs with Galaxy 
Solution) (Escudié et al., 2018). Brièvement, après démultiplexage, nettoyage et 
appariement des lectures brutes de séquençage, les séquences ont été regroupées 
en OTUs puis assignées taxonomiquement contre la base SILVA version 132. Les 
filtres suivants ont été appliqués : les 20 et 40 dernières bases des lectures R1 et R2 
ont respectivement été éliminées, les séquences <350 nucléotides et >500 nucléotides 
ont été exclues, et les OTUs avec une abondance relative inférieure à 0.005% sur 
l’ensemble du jeu de données ont été éliminés. Cette OTU permet parfois, dans le cas 
le plus idéal, une identification du micro-organisme jusqu’au rang d’espèce. 
Cependant, il se peut que les derniers niveaux de la classification taxonomique ne 
soient parfois pas accessibles (Règne – Embranchement (ou Phylum) – Classe – 
Ordre – Famille – Genre – Espèce). Par exemple, une meilleure précision peut être 
inconnue dans certains cas car aucune donnée ne correspond à notre séquence, ou 
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bien une multi-affiliation peut se produire dans le cas où des informations différentes 
sont trouvées au sujet de la même séquence d’ADN. 
Les analyses de diversité alpha et bêta ont été conduites à partir de la table des OTUs. 
La diversité alpha mesure la richesse (observed) d’un échantillon (intra-échantillon) en 
prenant en considération le nombre d’OTUs observées dans l’échantillon. La diversité 
bêta (indice de Bray Curtis) est une mesure qui compare les échantillons deux à deux 
(inter-échantillons) et représente la quantité d’effort qu’il faudrait faire pour transformer 
une communauté A (1er échantillon) en communauté B (2ème échantillon ; 
dissimilarité). Elle est calculée en considérant l’abondance relative des taxons.  
 
1.7.2.     Analyses statistiques des données 
Les différences significatives entre les groupes en poids des brebis ou en nombre de 
copies du gène codant l’ARNr 16S ont été évaluées par des tests non-paramétriques 
pour données appariées ou non (test de Wilcoxon-Mann-Whitney). Les différences de 
diversité alpha entre les groupes deux à deux ont été évaluées par des analyses de 
variance (ANOVA). Les matrices de distances de diversité bêta ont été visualisées 
grâce à des analyses en coordonnées principales (ou MDS, Multidimensional Scaling), 
puis une analyse de variance multivariée par permutation (PERMANOVA) a été 
réalisée pour évaluer s’il existait une différence statistique entre les groupes. Les 
variations en abondance relative des taxons bactériens ont été analysées à l’aide de 
la taille et l'effet d'analyse discriminante linéaire (LEfSe) (Segata et al., 2012) en 
utilisant l’algorithme LDA (Linear Discriminant Analysis) basé sur des tests non-
paramétriques de Wilcoxon-Mann-Whitney. 
Les résultats de poids des brebis, de nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S et 
de nombre d’OTUs observées dans l’échantillon sont représentés sous la forme de la 
moyenne des valeurs brutes ± écart type. 
Les abondances bactériennes d’une population sont représentées sous forme de la 
moyenne des abondances individuelles en pourcentages ± écart type. 
Une p-value < 0,05 (représentée par « * » sur les figures) lors de la réalisation des 
tests statistiques est considérée comme nécessaire et suffisante pour affirmer que les 
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différences sont significatives entre les groupes observés. Des p-values < 0,01 et < 
0,001 (représentées respectivement par « ** » et « *** » sur les figures) nous informent 
sur le degré de différences qu’il existe entre les groupes comparés et permettent 































2.1.    Population étudiée 
2.1.1.     État de santé des brebis 
L’ensemble des brebis (10) était en bonne santé à son arrivée à la bergerie.  
Cependant, quelques animaux ont présenté au cours de l’expérience des problèmes 
de santé divers : 
 Deux brebis du groupe BPA ont développé une boiterie à cause d’un abcès à 
l’onglon. Les abcès se sont vidangés naturellement à l’aide de soins locaux. Les 
animaux ont gardé un bon état général ainsi qu’une prise alimentaire correcte. 
Les abcès ont rapidement guéri une fois les soins entrepris. 
 Cinq brebis ont présenté des symptômes respiratoires : deux brebis du groupe 
BPA ont présenté un écoulement nasal séreux, une brebis du groupe témoin a 
présenté un écoulement muco-purulent et deux brebis (une du groupe témoin 
et une du groupe BPA) ont présenté de la toux. Tous les symptômes observés 
n’étaient pas associés à une atteinte de l’appétit et de l’état général, et se sont 
auto-résolus en quelques jours. 
 Quatre brebis ont présenté des lésions et des boutons au niveau de la vulve, 
trois du groupe BPA et une du groupe témoin. Aucun soin n’a été nécessaire. 
 Trois points d’injection dans le groupe BPA ont nécrosé ce qui nous a contraint 
de décaler légèrement le site d’injection le temps que la zone lésée cicatrise.  
Aucun problème de santé n’a nécessité de traitements par voie systémique. Aucun 
animal n’a donc été écarté de notre expérience. 
La majorité des affections se sont produit dans le groupe BPA (11/14).  
 
2.1.2.     Poids des brebis 
Tout au long de l’expérience, les brebis des deux groupes ont présenté des poids 
homogènes : 75,6 ± 9,2 kg vs 75,6 ± 6,3 kg au jour J1 ; 79,7 ± 9,4 kg vs 79,5 ± 6,3 kg 
au jour J43 ; 84,9 ± 9,7 kg vs 87,6 ± 7,7 kg au jour J85 respectivement chez le groupe 
témoin et chez le groupe BPA (p > 0,05 pour l’ensemble des analyses). Le traitement 
n’a donc pas induit de différences significatives. 
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Entre le jour J1 et le jour J88, les brebis ont gagné en moyenne 10,6 ± 1,9 kg (Figure 
16). 
Une brebis du groupe témoin a présenté une nette baisse de poids à partir du jour J57. 
Elle a perdu 10 kilogrammes en deux semaines, puis les a repris en une semaine. 
Cette brebis a subitement arrêté de s’alimenter sans avoir pu identifier d’affection sous-
jacente, puis a repris une prise alimentaire normale. 
 
 
2.1.3.     Événements survenus lors des injections 
Depuis le début (J1) jusqu’à la fin (J88) de notre expérience, 880 injections sous-
cutanées ont été réalisées. Parmi ces injections, 21 ont provoqué un saignement 
mineur au site d’injection qui s’est résolu après hémostase avec une compresse stérile. 
Ces saignements se sont produits de manière égale entre les groupes témoin et BPA 
avec 10 saignements dans le groupe témoin et 11 saignements dans le groupe BPA. 
Par ailleurs, 20 légers reflux de produit ont été rapportés lors des injections. Ceux-ci 
n’excédaient pas un quart de la dose totale de produit initialement prévue. Un tiers des 
reflux se sont produits dans le groupe témoin (7/20) et deux tiers d’entre eux dans le 































Figure 16 : Evolution du poids des brebis en fonction du temps. 
Représentation de la moyenne et des écarts types dans le groupe témoin (en bleu ; n=5) et le groupe 
BPA (en orange ; n=5) 
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Les saignements et les reflux de produit ont ainsi concerné 2% des injections réalisées. 
Leur influence sur nos résultats a donc été considérée comme négligeable. 
 
2.2.    Les profils bactériens en fonction du site 
Dans cette partie, nous allons comparer les profils bactériens entre les 4 sites de 
prélèvement au jour J1. 
 
2.2.1.     Analyse quantitative  
Parmi les quatre sites étudiés (bouche, peau, vagin et fèces), les fèces renfermaient 
la plus grande quantité de bactéries : 9,4 ± 3,2 x 108 copies du gène codant pour 
ARNr 16S/mg de matière vs 4,0 ± 7,7 x 106 copies du gène codant l’ARNr 16S/µl de 
suspension pour le vagin, 1,6 ± 1,5 x 105 pour la bouche et 2,2 ± 1,4 x 104 pour la 
peau (p < 0,001 en comparant avec chacun des trois sites, Figure 17). Le vagin 
présentait la plus grande variabilité parmi tous les sites avec des valeurs allant de 8,4 
x 102 à 2,5 x 107 copies du gène codant l’ARNr 16S/µl. La peau présentait la valeur 
moyenne la plus faible, mais les données ne sont significativement pas différentes de 
celles du vagin, compte tenu de la forte variabilité des valeurs pour le vagin (p = 0,22 





2.2.2.     Analyse qualitative : diversité alpha 
Afin d’apprécier la diversité alpha des échantillons, le nombre d’espèces bactériennes 
(ou OTUs) observées dans chacun des échantillons au jour J1 est représenté dans la 
Figure 18. La peau possède le plus d’espèces bactériennes différentes (p < 0,001 
pour chacun des couples peau vs bouche, peau vs fèces et peau vs vagin). Les fèces 
possèdent plus d’OTUs que le vagin (p = 0,01), mais les couples bouche vs fèces et 
bouche vs vagin ne présentent pas de différences significatives (respectivement p = 
0,054 et p = 0,40). 
Figure 17 : Comparaison du nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S au jour J1 au niveau des 
différents sites de prélèvement – bouche, fèces, peau et vagin – pour l’ensemble des 10 brebis (n=10). 
Chaque point représente la valeur moyenne des 3 réplications pour chaque brebis. Les box plots 
représentent pour chaque site et pour le groupe des 10 brebis, la valeur médiane au centre, les premier 
et troisième quartiles de part et d’autre de la valeur médiane, puis les valeurs extrêmes à l’extérieur de 
la boite centrale. ** : p < 0,01 ; *** p < 0,001 
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Si l’on s’intéresse, pour chaque site, à la variabilité du nombre d’OTUs entre les dix 
individus, c’est le site des fèces qui présente la diversité alpha la plus stable. À 
l’inverse, c’est au niveau du vagin que les diversités alpha sont les plus variables entre 

























Figure 18 : Diversité alpha représentée par le nombre d’espèces bactériennes (OTUs) observées en 
fonction des sites de prélèvement à J1 pour l’ensemble des brebis (n=10), présentée sous forme de box 
plots.  
Chaque couleur représente un site de prélèvement (bleu – la bouche ; jaune – la peau ; rose – les fèces, 
violet – le vagin). * : p < 0,05 ; *** : p < 0,001 
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2.2.3.     Analyse qualitative : diversité bêta 
L’indice de dissimilarité de Bray Curtis (diversité bêta) a été utilisé pour évaluer la 
différence en termes d’abondance d’OTUs entre les prélèvements réalisés à J1 au 
niveau des quatre sites de prélèvement (Figure 19). Chaque site présente une 
population bactérienne bien distincte de celle des trois autres sites (p < 0,001 pour 
tous les couples de sites). Le site des fèces est le site qui semble se différencier le 
plus des autres (car plus distant) mais c’est aussi celui qui présente la plus grande 
homogénéité entre les 10 individus (car les points sont très rapprochés les uns des 
autres). A l’inverse, les sites de la bouche et du vagin sont moins homogènes, mais 








Figure 19 : Positionnement multidimensionnel basé sur les indices de dissimilarité de Bray-Curtis à J1 
entre les quatre sites de prélèvement pour l’ensemble des brebis (n=10).  
Les couleurs diffèrent selon les sites (vert – la bouche ; bleu – la peau ; jaune – les fèces ; rouge – le 
vagin). *** : p < 0,001 avec chacun des trois autres sites. 
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2.2.4.     Composition relative 
Parmi les 24 phyla identifiés dans tout prélèvement via séquençage, les cinq phyla 
suivants ont été les plus représentés sur les quatre sites étudiés : par ordre décroissant 
d’abondance les Firmicutes, les Protéobactéries, les Bactéroïdètes, les Fusobactéries 
et les Actinobactéries (Figure 20). Cependant, des différences dans leurs abondances 
ont été mises en évidence selon les sites dans cette étude. Les phyla les plus 
représentés dans les prélèvements buccaux étaient les Protéobactéries (52,6% ± 29,0 
de toutes les OTUs), sur la peau les Firmicutes (42,2% ± 6,2) et les Actinobactéries 
(17,4% ± 2,5), dans les fèces les Bactéroïdètes (51,1% ± 4,6) et les Firmicutes à 
nouveau (43,8% ± 4,7), et dans le vagin les Fusobactéries (30,4% ± 21,9) (Tableau 
1). 
La part des OTUs identifiées appartenant à ces cinq phyla est majeure face aux OTUs 
identifiées chez tous phyla confondus puisqu’elle atteint entre 96,9 et 99,8% (selon les 
sites) de tous les phyla identifiés. 
 
Tableau 1 : Composition des microbiotes à J1 (cinq phyla principaux) pour les quatre sites étudiés 
(bouche, peau, fèces et vagin) chez l’ensemble des brebis, représentée par la moyenne et l’écart-type 
des abondances individuelles. 
    Bouche J1 Peau J1 Fèces J1 Vagin J1 
Actinobactéries 
moyenne  1,7 17,4 0,1 5,4 
SD 1,5 2,5 0,1 6,0 
Bactéroïdètes 
moyenne  22,4 11,5 51,1 13,9 
SD 13,2 2,5 4,6 13,3 
Firmicutes 
moyenne  20,1 42,2 43,8 19,6 
SD 14,2 6,2 4,7 15,5 
Fusobactéries 
moyenne  1,2 0,7 0,0 30,4 
SD 1,5 0,7 0,0 21,9 
Protéobactéries 
moyenne  52,6 28,0 1,9 28,7 
SD 29,0 3,9 0,5 17,1 











Figure 20 : Composition relative des populations bactériennes (phyla) présentes à J1 au niveau des quatre sites 
de prélèvement (A – la bouche ; B – la peau ; C – les fèces ; D – le vagin).  
En ordonnée – l’abondance ; en abscisse – les numéros d’identification des brebis. 
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2.3.     Évolution du microbiote au cours de l’expérience 
Dans cette partie, nous allons étudier si pour chacun des quatre sites, les profils 
bactériens ont évolué au cours du temps. Nous allons ainsi comparer les profils à J1 
et J88. 
 
2.3.1.     Analyse quantitative 
Parmi les quatre sites, seuls ceux de la peau et du vagin présentent une évolution 
significative du nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S/µl de suspension au 
cours de l’expérience. La peau présente une augmentation, avec un nombre de 
copies/µl passant de 2,2 ± 1,4 x 104 à J1 à 2,2 ± 1,1 x 105 à J88, soit près de dix fois 
plus (p = 0,002, Figure 21). A l’inverse, le vagin présente une diminution de celui-ci, 
avec un nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S/µl passant de 4,0 ± 8,0 x 106 à 
J1 à 0,8 ± 2,6 x 106 à J88, la quantité moyenne initiale ayant donc été divisée par 
environ cinq à la fin de l’expérience (p = 0,001, Figure 22). Les sites de la bouche et 
des fèces ne présentent pas d’évolution (respectivement p = 0,19 et p = 0,16). 
Figure 21 : Comparaison du nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S retrouvées à J1 et à J88 au 
niveau de la peau pour l’ensemble des brebis (n=10).  
Chaque point représente la valeur pour une brebis (cercle bleu – à J1 ; carré rouge – à J88). La barre 







2.3.2.     Analyse qualitative : diversité alpha 
Le nombre d’espèces bactériennes observées à J1 et à J88 pour chacun des sites de 
prélèvement a été représenté sous la forme de box plots (Figure 23). Le nombre 
d’espèces bactériennes observées a significativement augmenté entre J1 et J88 pour 
les prélèvements cutanés (p < 0,001). Aucune évolution n’a été observée au niveau 
de la diversité alpha pour les autres sites (la bouche, les fèces et le vagin) pendant 
cette période (respectivement p = 0,09, p = 0,53 et p = 0,57). 
Vagin J88 
Vagin J1 
Figure 22 : Comparaison du nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S retrouvées à J1 et à J88 au 
niveau du vagin pour l’ensemble des brebis (n=10).  
Chaque point représente la valeur pour une brebis (cercle bleu – à J1 ; carré rouge – à J88). La barre 



























Figure 23 : Diversité alpha exprimée par le nombre d’espèces bactériennes (OTUs) observées en fonction 
des sites de prélèvement et du jour de prélèvement pour l’ensemble des brebis (n=10) présentée sous 
forme de box plots.  
Chaque couleur représente un site de prélèvement à un jour de prélèvement (bleu – la bouche à J1 ; vert 
– la bouche à J88 ; orange – la peau à J1 ; jaune – la peau à J88 ; rose – les fèces à J1 ; turquoise – les 
fèces à J88 ; violet – le vagin à J1 ; rouge – le vagin à J88). *** : p < 0,001. 
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2.3.3.     Analyse qualitative : diversité bêta 
L’indice de dissimilarité de Bray Curtis (diversité bêta) a été utilisé pour évaluer la 
différence entre les prélèvements de J1 et J88, en termes d’abondance d’OTUs 
(Figure 24). Des profils bactériens bien distincts entre J1 et J88 ont été retrouvés au 
niveau de la peau (Figure 24B, p < 0,001), des fèces (Figure 24C, p < 0,001) mais 
également au niveau du vagin (Figure 24D, p = 0,02). À l’inverse, le profil bactérien 








Figure 24 : Positionnement multidimensionnel basé sur les indices de dissimilarité de Bray-Curtis entre 
J1 et J88 pour l’ensemble des brebis (n=10) pour les quatre sites de prélèvement (A – la bouche ; B – 
la peau ; C – les fèces ; D – le vagin).  
* : p < 0,05 ; *** p < 0,001.  





***                                           * 
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2.3.4.     Composition relative 
Les compositions relatives des populations bactériennes (phyla) présentes à J1 et à 
J88 au niveau des quatre sites de prélèvement sont représentées en annexe 
(Annexes 5, 6, 7 et 8). 
Parmi les cinq phyla principaux étudiés, des différences significatives d’abondance 
entre J1 et J88 ont été observées au niveau de la peau (pour 4 phyla), des fèces et du 
vagin (pour 2 phyla) mais pas au niveau de la bouche (Figure 25). Dans les 
prélèvements cutanés, les proportions des Protéobactéries et des Bactéroïdètes ont 
augmenté au cours du temps (respectivement 28,0% ± 3,9 à J1 vs 42,7% ± 9,9 à J88 
; p = 0,002 et 11,5% ± 2,5 vs 18,0% ± 2,8 ; p < 0,001) alors qu’elles ont diminué pour 
les Firmicutes (42,2% ± 6,2 vs 24,8% ± 6,7 ; p < 0,001) et pour les Actinobactéries 
(14,4% ± 2,5 vs 13,4% ± 1,2 ; p = 0,002) durant la même période. Au niveau des fèces, 
la proportion des Actinobactéries a augmenté (0,1% ± 0,1 vs 0,3% ± 0,3 ; p = 0,008) 
alors que celle des Protéobactéries a diminué (1,9% ± 0,5 vs 1,4% ± 0,5 ; p = 0,02). 
Au niveau du vagin, la proportion des Firmicutes a augmenté (19,6% ± 15,5 vs 40,8% 
± 24,0 ; p = 0,03) alors que celle des Fusobactéries a diminué (30,4% ± 21,9 vs 12,8% 
± 19,5 ; p = 0,05) (Tableau 2). 
 
Tableau 2 : Composition des microbiotes à J1 et J88 (cinq phyla principaux) pour les quatre sites étudiés 
chez l’ensemble des brebis (n=10), représentée par la moyenne et l’écart-type des abondances 
individuelles.  
Case rose : diminution significative de l’abondance entre J1 et J88 (p < 0,05) ; case verte : augmentation 
significative de l’abondance entre J1 et J88 (p < 0,05). 
















moyenne  1,7 2,4 17,4 13,4 0,1 0,3 5,4 7,3 
SD 1,5 2,5 2,5 1,2 0,1 0,3 6,0 6,6 
Bactéroïdètes 
moyenne  22,4 17,2 11,5 18,0 51,1 49,2 13,9 15,5 
SD 13,2 10,5 2,5 2,8 4,6 2,2 13,3 12,8 
Firmicutes 
moyenne  20,1 26,0 42,2 24,8 43,8 42,3 19,6 40,8 
SD 14,2 15,3 6,2 7,7 4,7 2,4 15,5 24,0 
Fusobactéries 
moyenne  1,2 0,7 0,7 0,5 0,0 0,0 30,4 12,8 
SD 1,5 0,9 0,7 0,6 0,0 0,0 21,9 19,5 
Protéobactéries 
moyenne  52,6 52,4 28,0 42,7 1,9 1,4 28,7 19,8 
SD 29,0 25,5 3,9 9,9 0,5 0,5 17,1 14,6 




Figure 25 : Cladogrammes d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison des phyla 
principaux entre J1 (en rouge) et J88 (en vert) pour chacun des quatre sites (A – la bouche ; B – la 
peau ; C – les fèces ; D – le vagin) et pour l’ensemble des brebis (n=10). 
Figures complètes en annexe (Annexes 9, 10, 11 et 12). 
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2.4.    Influence du BPA sur les profils bactériens 
Dans cette partie, nous allons étudier si, pour chacun des quatre sites, les profils 
bactériens ont évolué différemment au cours du temps selon le traitement appliqué. 
Nous allons ainsi comparer les profils des groupes BPA (n=5) et témoin (n=5) à J88. 
 
2.4.1.     Analyse quantitative 
À J88, une différence significative a été observée dans les prélèvements vaginaux 
entre les groupes témoin et BPA au niveau du nombre de copies du gène codant 
l’ARNr 16S. Le groupe témoin possédait 4,3 ± 3,2 x 103 copies/µl alors que le groupe 
BPA en possédait 1,7 ± 3,6 x 106, soit près de 400 fois plus (p = 0,03, Figure 26). Les 
sites de la bouche, des fèces et de la peau ne présentent quant à eux pas de différence 





2.4.2.     Analyse qualitative : diversité alpha 
Le nombre d’espèces bactériennes observées à J88 pour les groupes témoin et BPA 
pour chacun des sites de prélèvement a été représenté sous forme de box plots 
(Figure 27). La diversité alpha, représentée par le nombre d’espèces bactériennes 
observées, est semblable entre le groupe témoin et le groupe BPA au niveau de 
chaque site étudié (la bouche : p = 0,88, les fèces : p = 0,99, le vagin : p = 0,40 et la 
peau : p = 0,62). 
Figure 26 : Comparaison du nombre de copies du gène codant l’ARNr 16S retrouvées à J88 au niveau 
du vagin pour les groupes témoin (n=5) et BPA (n=5).  
Chaque point représente la valeur pour une brebis (en vert – du groupe témoin ; en rose – du groupe 
BPA). La barre horizontale représente la médiane pour le groupe. * : p < 0,05. 
         Témoin                               BPA 
 
Vagin J88 Témoin 





2.4.3.     Analyse qualitative : diversité bêta 
D’après les résultats d’analyse portant sur l’indice de Bray Curtis (diversité bêta), des 
profils bactériens bien distincts ont été retrouvés entre le groupe témoin et le groupe 
BPA au niveau de la peau (p = 0,009). En effet, on observe une plus grande 
homogénéité des populations bactériennes entre les brebis du groupe BPA, alors qu’ils 
sont plus dispersés dans le groupe témoin (Figure 28B). En revanche, il n’y a pas de 
différence significative de profil bactérien entre les deux groupes au niveau de la 
bouche, des fèces et du vagin (respectivement Figure 28A, p = 0,20 ; Figure 28C, p 










































Figure 27 : Diversité alpha exprimée par le nombre d’espèces bactériennes (OTUs) observée en 
fonction des sites de prélèvement à J88 pour les groupes témoin (n=5) et BPA (n=5) présentée sous 
forme de box plots. 
A/ : bouche, peau et vagin ; B/ : fèces. Chaque couleur représente un site de prélèvement pour un 
groupe (bleu (A/) – la bouche pour le groupe BPA ; vert – la bouche pour le groupe témoin ; rouge (A/) 
– la peau pour le groupe BPA ; violet – la peau pour le groupe témoin ; jaune – le vagin pour le groupe 
BPA ; turquoise – la vagin pour le groupe témoin ; bleu (B/) – les fèces pour le groupe BPA ; rouge (B/) 




2.4.4.     Composition relative  
Les compositions relatives des populations bactériennes (phyla) présentes à J88 pour 
les groupes BPA et témoin au niveau des quatre sites de prélèvement sont 
représentées en annexe (Annexe 13). 
Parmi les cinq phyla principaux étudié, des différences significatives d’abondance 
entre le groupe BPA et le groupe témoin à J88 ont été observées au niveau de la peau 
(pour 3 phyla), de la bouche et du vagin (pour 1 phylum) mais pas au niveau des fèces 
(Figure 29). Au niveau de la bouche, une proportion augmentée de Fusobactéries a 
été observée dans le groupe BPA vs témoin (1,2% ± 1,1 vs 0,3% ± 0,3 ; p = 0,05). 
Dans les prélèvements cutanés, la proportion des Protéobactéries a été 
significativement supérieure dans le groupe BPA vs témoin (51,2% ± 2,5 vs 34,2% ± 
6,0 ; p = 0,009), alors que les proportions des Firmicutes et des Bactéroïdètes ont été 
inférieures dans le groupe BPA vs témoin (respectivement 18,3% ± 2,9 vs 31,3% ± 
Figure 28 : Positionnement multidimensionnel basé sur les indices de dissimilarité de Bray-Curtis entre 
les groupes BPA (n=5) et témoin (n=5) à J88 pour les quatre sites de prélèvement (A – la bouche ; B – 
la peau ; C – les fèces ; D – le vagin).   ** : p < 0,01.   











4,2 ; p = 0,009 et 16,4% ± 0,8 vs 19,7% ± 3,2 ; p = 0,05). Au niveau du vagin, une 
proportion diminuée des Protéobactéries a été observée dans le groupe BPA vs 
témoin (27,9% ± 14,5 vs 11,7% ± 10,1 ; p = 0,05) (Tableau 3).  
Figure 29 : Cladogrammes d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison des phyla 
principaux entre le groupe BPA (en rouge, n=5) et le groupe témoin (en vert, n=5) pour chacun des 
quatre sites (A – la bouche ; B – la peau ; C – les fèces ; D – le vagin) à J88. 
Figures complètes en annexe (Annexes 14, 15, 16 et 17). 
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Tableau 3 : Composition des microbiotes à J88 (cinq phyla principaux) pour les quatre sites étudiés 
chez les groupes témoin (n=5) et BPA (n=5), représentée par la moyenne et l’écart-type des 
abondances individuelles.  
Case verte : abondance plus haute pour le groupe témoin que pour le groupe BPA (p < 0,05) ; case 
rose : abondance plus haute pour le groupe BPA que pour le groupe témoin (p < 0,05). 
















moyenne  2,2 2,6 13,4 13,3 0,2 0,4 10,8 3,7 
SD 3,2 2,0 1,3 1,2 0,1 0,4 7,4 3,4 
Bactéroïdètes moyenne  13,7 20,6 19,7 16,4 49,3 49,0 14,2 16,7 SD 7,1 13,0 3,2 0,8 1,9 2,6 9,6 16,5 
Firmicutes 
moyenne  20,8 31,1 31,3 18,3 41,0 43,6 38,9 42,6 
SD 13,3 16,9 4,2 2,9 2,6 1,4 22,2 28,2 
Fusobactéries moyenne  0,3 1,2 0,3 0,6 0,0 0,0 3,8 21,7 SD 0,3 1,1 0,3 0,8 0,0 0,0 5,2 25,1 
Protéobactéries 
moyenne  61,9 42,8 34,2 51,2 1,5 1,4 27,9 11,7 
SD 23,2 26,4 6,0 2,5 0,6 0,2 14,5 10,1 

















3.1.    Limites de l’étude 
3.1.1.     Taille de l’échantillon 
Les groupes BPA et témoin dans notre expérience ne contenaient chacun que 5 
individus. Les échantillons étaient ainsi de taille faible, ce qui nous limite dans 
l’extrapolation possible de nos résultats. De plus, les variabilités individuelles ont une 
forte influence sur les tendances et les évolutions qui se dessinent. Ces disparités, qui 
ne sont pas forcément en lien avec la gestation ou le traitement administré, risquent 
de fausser nos conclusions, ou bien, au contraire, d’effacer certaines tendances 
pourtant présentes. Une étude similaire, avec un nombre plus important d’individus, 
permettrait une analyse statistique plus puissante, en réduisant l’effet des valeurs 
extrêmes, et permettrait certainement d’avoir des résultats plus représentatifs. 
Toutefois, la réalisation d’une étude telle que la nôtre demande une logistique 
importante, puisque les animaux sont hébergés pendant deux mois, les injections sont 
réalisées quotidiennement, et les examens cliniques et la pesée sont réalisés de 
manière hebdomadaire. Également, d’un point de vue éthique, nous avons fait le choix 
d’intégrer un nombre limité d’animaux, puisqu’ils ont été euthanasiés à la fin de l’étude. 
Cette étude préliminaire permet ainsi d’obtenir les premiers résultats sur le sujet de 
l’influence du BPA sur le microbiote au cours de la gestation. Celui-ci pourra être 
approfondi dans de futures études, en ce qui concerne les analyses du microbiote de 
la peau et du vagin, ainsi que les impacts qu’ils peuvent avoir sur le fœtus.  
 
3.1.2.     Période d’adaptation au nouvel environnement 
Les brebis ont été acheminées sur notre site depuis le centre de reproduction la veille 
du lancement de notre expérience. Ainsi, les profils bactériens du jour J1 sont  
davantage en lien avec les locaux et l’alimentation d’origines, les microbiotes n’ayant 
pas eu le temps de s’adapter aux nouvelles conditions de vie en seulement 24 heures. 
Une étude sur le changement de régime alimentaire chez l’Homme démontre que les 
perturbations de flore digestive sont très importantes en cas de changement 
alimentaire, et sont visibles 3 jours environ après changement de régime (David et al., 
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2014). Dans notre cas, le régime n’est pas aussi différent que dans cette étude puisque 
le type d’aliment proposé aux brebis reste le même (foin, granulés, eau), mais la 
provenance, la composition et la valeur nutritive de ces produits peut malgré tout 
différer et ainsi perturber la flore digestive. De manière similaire, les conditions 
d’humidité et de température du milieu ont une influence sur les populations 
bactériennes qui se développent sur la peau (McBride et al., 1977). Enfin, le transport 
est reconnu comme un facteur important de stress pour les animaux. Or, le microbiote, 
notamment intestinal, est altéré lors de périodes de stress par l’intermédiaire des 
neurotransmetteurs libérés dans l’organismes tels que les catécholamines (Lyte et al., 
2011). Une période d’adaptation de 15 jours sera donc conseillée avant toute étude 
sur le microbiote afin de lui laisser le temps de s’adapter au nouvel environnement.  
Aussi, une phase d’acclimatation pour nos individus aurait certainement permis de 
caractériser le microbiote au départ de l’étude dans nos conditions expérimentales. 
 
3.1.3.     Notion de la période de gestation 
On ne peut pas considérer que les brebis ont été traitées dans notre étude tout au long 
de leur gestation car les prélèvements réalisés à J1 correspondent à 40 jours de 
gestation environ. Cela implique que, d’une part, nous n’avons pas pu mettre en 
évidence les évolutions naturelles du microbiote s’établissant au cours du premier tiers 
de gestation, et d’autre part, nous n’avons pas non plus influencé le microbiote des 
brebis par notre traitement pendant la gestation précoce. Or, le microbiote vaginal chez 
la femme enceinte subit des modifications très tôt, dès le premier tiers de gestation 
(Aagaard et al., 2012). Afin d’explorer l’effet d’une exposition au BPA sur toute la 
période de gestation, il aurait été plus judicieux d’inclure les femelles avant 
l’insémination pour une acclimatation, puis commencer les prélèvements et les 







3.1.4.     Absence de groupe témoin non gravide 
Nous n’avons pas inclus de groupe témoin d’individus non gravides dans notre étude. 
Or, comme mentionné précédemment, des modifications de la flore vaginale sont 
observées pendant le premier trimestre de gestation chez la femme. Inclure un groupe 
témoin nous aurait permis d’évaluer si un tel effet existe chez la brebis, et 
éventuellement de le prendre en compte en parallèle de l’effet du BPA. Cependant, 
l’évaluation de l’effet de la gestation sur le microbiote de la femelle n’était pas l’objectif 
de cette étude. 
 
3.1.5.     Exposition au BPA 
La dose de BPA utilisée dans notre étude est de 1 milligramme de BPA par kilogramme 
de poids vif et par jour pour chaque brebis. Les brebis ont été exposées 
quotidiennement à ce traitement par voie sous-cutanée durant 88 jours. 
Cette dose est bien supérieure à l’exposition naturelle subie par l’Homme. Un rapport 
réalisé par l’AFSSA en 2010 estime l’exposition humaine moyenne à 0,1 µg de BPA 
par kilogramme de poids vif et par jour (AFSSA, 2010). L’exposition dans notre étude 
est donc environ 1000 fois supérieure à l’exposition naturelle quotidienne. La voie 
d’exposition diffère également car dans notre étude elle se fait par voie sous-cutanée 
alors que l’exposition naturelle se fait majoritairement par voie orale chez l’Homme. 
Nous avons fait le choix d’utiliser une dose supérieure à l’exposition naturelle pour 
deux raisons. Tout d’abord, c’est la dose minimale qui permet une concentration 
plasmatique suffisante à la fois chez la mère et le fœtus pour être détectée par nos 
méthodes analytiques. La mesure de la concentration plasmatique maternelle de BPA 
permet, dans notre expérience, de s’assurer que l’exposition s’est correctement 
déroulée, celle des fœtus sert à une autre partie de l’étude (non traitée dans cette 
thèse). Ensuite, notre étude se déroule sur un peu moins de trois mois. Cette courte 
période ne nous permet pas de voir les effets d’une exposition chronique sur plusieurs 
années, bien qu’elle soit à plus faible dose. Une dose plus importante augmente nos 
chances de mettre en évidence un potentiel effet du BPA sur le microbiote, cela n’ayant 
jamais été étudié chez des ovins auparavant. De futures études pourront s’intéresser 
ensuite à l’existence d’effets à une dose se rapprochant de l’exposition naturelle. 
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3.1.6.     Altération de la flore cutanée 
Dans notre étude, les écouvillons cutanés ont été réalisés à quelques centimètres des 
zones d’injection. La zone d’injection était désinfectée chaque matin avec de l’alcool 
et de la vétédine solution, ce qui a pu participer au déséquilibre du microbiote en place. 
De plus, lors des injections, des reflux de BPA se sont régulièrement produits, ce qui 
a potentiellement pu contaminer la zone de prélèvement. La flore cutanée chez le 
groupe BPA a donc pu être doublement affectée par le produit : par voie systémique 
due aux injections (effet recherché) et par contact direct avec le produit dû aux reflux 
(effet non recherché). Malgré tout, le groupe témoin et le groupe BPA ont tous deux 
reçu les mêmes traitements (désinfections à l’alcool et la vétédine solution, injections 
avec un solvant huileux), à la seule différence de l’ajout de BPA dans la solution pour 
le groupe BPA. Par conséquent, les différences observées entre les groupes sont 
uniquement dues à l’exposition au BPA. 
 
3.2.    Comparaison des profils bactériens entre les sites 
3.2.1.     Des profils bactériens différents en fonction des sites 
Les quatre sites présentent de nombreuses différences, à la fois sur leur richesse et 
sur leur diversité. Le site le plus riche est de loin celui des fèces avec 9,4 ± 3,2 x 108 
copies du gène codant pour l’ARNr 16S/mg de matière. Il est donc en moyenne 235 
fois plus riche que le vagin, 5800 fois plus riche que la bouche et 42 000 fois plus riche 
que la peau. En revanche, c’est le site de la peau qui renferme la plus grande diversité 
d’espèces bactériennes avec 420 ± 69 OTUs identifiées au sein de ce site. C’est 
environ 1,5 fois plus que pour les fèces, 1,8 fois plus que pour la bouche et 2,0 fois 
plus que pour le vagin. Concernant la composition des populations bactériennes, cinq 
phyla principaux regroupent la grande majorité des OTUs identifiées quel que soit le 
site de prélèvement, allant de 96,9% des OTUs identifiées pour les fèces à 99,8% pour 
la peau. Cependant, de grandes disparités apparaissent si l’on compare les 
abondances de ces phyla entre les sites. En effet, ce sont les Firmicutes qui dominent 
la peau, les Protéobactéries la bouche, les Bactéroïdètes les fèces et les 
Fusobactéries le vagin (Tableau 4). 
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Ce qui ressort de ces résultats, c’est la grande diversité des populations bactériennes 
entre les quatre sites d’intérêt dans notre étude. Nous allons donc par la suite nous 
intéresser à chaque site indépendamment les uns des autres. 
 
Tableau 4 : Comparaison de la composition des microbiotes à J1 (cinq phyla principaux) entre les quatre 
sites de prélèvement pour l’ensemble des brebis (n=10).  
Les informations dans chaque case représentent le classement du phylum au sein du site ainsi que son 
abondance correspondante. L’échelle de couleur représente l’abondance des phyla au sein d’un site, 
du plus foncé pour le plus abondant au plus clair pour le moins abondant. Seuls les phyla ayant une 
abondance supérieure à 1% sont représentés. La dernière colonne représente la moyenne de 
l’abondance des 4 sites pour chacun des phyla, la dernière ligne représente la somme des abondances 
des 5 phyla étudiés pour chaque site. 
Phylum Bouche J1 Peau J1 Fèces J1 Vagin J1 4 sites J1 
Firmicutes 
3   (20%) 1   (42%) 2   (44%) 3   (20%) 1   (31%) 
Protéobactéries 
1   (53%) 2   (28%) 3     (2%) 2   (29%) 2   (28%) 
Bactéroïdètes 
2   (22%) 4   (11%) 1   (51%) 4   (14%) 3   (25%) 
Fusobactéries 
   1   (30%) 4     (8%) 
Actinobactéries 
4     (2%) 3   (17%)  5     (5%) 5     (6%) 
5 phyla à J1 
97,9% 99,8 96,4 98,0  
 
 
3.2.2.     Comparaison avec d’autres études 
3.2.2.1.     Microbiote intestinal 
Le microbiote intestinal est celui qui a été le plus étudié au cours des dernières années. 
Dans notre étude, nous avons retrouvé presque 109 de bactéries par mg de fèces chez 
nos brebis, soit 10 fois plus que dans le colon de l’Homme avec seulement 108 
bactéries par mg de fèces (Mackie et al., 1999). Peu de données sont disponibles sur 
le colon des ruminants, mais on trouve dans la littérature que le rumen des bovins est 
également moins riche que le colon de nos brebis, puisqu’il atteindrait 107 à 108 
bactéries par milligramme de matière (McSweeney, Mackie, 2012).  
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Concernant la composition du microbiote fécal, nous retrouvons les mêmes phyla 
majoritaires – les Firmicutes et les Bactéroïdètes – que les autres études récentes 
réalisées sur des brebis (Tanca et al., 2017 ; Huang et al., 2018 ; Mamun et al., 2020). 
Cependant, dans notre étude, ce sont les Bactéroïdètes qui sont le premier phylum 
(pour 8 individus sur 10), alors que les Firmicutes dominent le microbiote fécal dans 
les autres études. D’autres différences se dessinent, comme par exemple le phylum 
des Verrucomicrobia, absent dans notre étude, ou celui des Spirochaetes, minoritaire, 
alors que ce sont deux phyla relativement représentés dans certaines études (Tanca 
et al., 2017). Ces disparités peuvent s’expliquer par des différences de races (Sarde, 
Merino, Arcott vs Lacaune), de lieux (Sardaigne, Australie, Canada vs France), et de 
modes de vie (extensif vs bergerie) par exemple. Des compositions similaires ont été 
mises en évidence sur des bovins, avec une nette prédominance des Firmicutes (63%) 
(Kim et al., 2014), des Actinobactéries, ou encore des Protéobactéries, en fonction des 
études (Weese, Jelinski, 2017). Toutes ces études confirment le fait que le microbiote 
intestinal des ruminants est très variable d’un troupeau à l’autre, et principalement 
dépendant de l’alimentation, du sexe, de l’âge, de la génétique mais aussi de facteurs 
environnementaux (Durso et al., 2010 ; Rice et al., 2012). 
   3.2.2.2.     Microbiote vaginal 
Le microbiote vaginal présente une nette prédominance des Fusobactéries dans notre 
étude, ce qui n’est pas en accord avec de précédentes études sur des bovins. Ce sont 
plutôt les Firmicutes qui dominent dans l’étude de Clemmons et al., avec une 
abondance d’environ 65%, alors que les Fusobactéries ont une abondance inférieure 
à 1% (Clemmons et al., 2017). Cette composition se rapproche davantage de celle de 
la flore vaginale que l’on a obtenue à J88, puisque les Firmicutes sont devenues le 
phylum majoritaire (41%) alors que les Fusobactéries ont été reléguées au quatrième 
rang. Cependant, le stade physiologique peut avoir une influence car les vaches de 
cette étude sont en lactation précoce (J82), alors que nos brebis étaient en début de 
gestation à J1. Une autre étude un peu plus ancienne, qui a caractérisé le microbiote 
vaginal de vaches et de brebis, n’a en revanche pas retrouvé les Firmicutes comme 
étant un phylum dominant, mais ce sont plutôt les Protéobactéries, les Bactéroïdètes 
et les Fusobactéries qui dominent l’écosystème (Swartz et al., 2014). Ils ont également 
trouvé que la composition relative entre deux individus pouvait être très différente, ce 
qui est en accord avec la variabilité retrouvée dans notre étude. 
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   3.2.2.3.     Microbiote oral 
Le microbiote oral n’a pas été beaucoup étudié chez les ovins, mais une étude s’est 
intéressée aux microbiotes présents dans le tractus respiratoire de veaux en bonne 
santé selon les localisations (McMullen et al., 2020). Il s’avère qu’au niveau du 
plancher buccal ce sont les Firmicutes qui dominent, alors qu’au niveau de 
l’oropharynx et des amygdales, se sont respectivement les Protéobactéries et les 
Fusobactéries qui sont majoritaires. Ces résultats se rapprochent de ceux de notre 
étude puisque nous avons identifié globalement les mêmes phyla, avec malgré tout 
une nette prédominance des Protéobactéries dans notre étude. Cependant, nous 
avons réalisé nos écouvillons au niveau des joues, localisation non étudiée dans 
l’étude de McMullen, alors que l’écosystème buccal semble fortement variable entre 
deux localisations pourtant topographiquement proches. Une étude chez l’Homme met 
en évidence une prédominance au niveau de la sphère orale des Firmicutes et 
Bactéroïdètes, suivis ensuite par les Protéobactéries et les Fusobactéries (Bassis et 
al., 2015). Les phyla dominants sont globalement en accord avec les résultats énoncés 
précédemment, d’autant plus qu’ils représentent l’ensemble de la cavité buccale (et 
non un site spécifique) car ils ont été obtenus suite à un rinçage de la bouche. 
   3.2.2.2.     Microbiote cutané 
Concernant le microbiote cutané, peu d’études à notre connaissance ont été menées 
sur les ovins. Une étude de 2014 réalisée aux Etats-Unis a retrouvé, comme dans 
notre étude, une nette prédominance des Firmicutes sur la partie dorsale de la peau 
des brebis (Haarstad et al., 2014). Le microbiote humain a, quant à lui, été davantage 
étudié, et les quatre phyla principaux présents sur toutes les parties du corps sont les 
mêmes que sur nos brebis (Cundell, 2018). En revanche, les abondances sont très 
différentes puisque les Actinobactéries dominent le microbiote cutané humain (52%) 
alors qu’il est moins important, seulement le troisième phylum, sur la peau de nos 
brebis (17%). Une autre étude réalisée sur le microbiote des bras d’humain a mis en 





3.3.    Évolution des profils bactériens au cours du temps 
3.3.1.     Des profils bactériens qui évoluent différemment selon les sites 
Les phyla principaux à J88 sont globalement les mêmes qu’à J1. Ce sont toujours les 
Firmicutes qui sont majoritaires à J88 si l’on fait la moyenne des abondances des 4 
sites, et les cinq phyla majoritaires regroupent également la grande majorité des OTUs 
identifiées au sein des quatre sites, allant de 93,2% des OTUs identifiées pour les 
fèces à 99,4% pour la peau (Tableau 5). 
Les populations bactériennes ont toutefois évolué différemment entre J1 et J88 en 
fonction des quatre sites. C’est le site cutané qui a subi les modifications les plus 
importantes : non seulement sa richesse a été multipliée par dix, mais sa composition 
a également subi de profondes perturbations puisque le nombre d’OTUs recensées a 
significativement augmenté d’une part, et les 4 phyla principaux qui étaient présents à 
J1 ont des abondances significativement différentes à la fin de notre étude d’autre part. 
Il s’est notamment produit une croissance importante des Protéobactéries qui 
détrônent les Firmicutes alors majoritaires à J1 sur la peau.  
Le deuxième site le plus bouleversé est le vagin qui, à l’inverse de la peau, est cinq 
fois moins riche à J88 qu’à J1. L’abondance des Firmicutes suit là encore une 
tendance contraire au site de la peau, puisque pour le vagin, celle-ci a doublé, 
dépassant les 40% et devenant le phylum vaginal majoritaire, alors qu’une chute du 
pourcentage de Fusobactéries a été observée.  
Les sites de la bouche et des fèces sont quant à eux beaucoup plus stables au cours 
du temps puisque la bouche ne présente absolument aucune différence significative 
des principaux phyla, et les perturbations ne concernent que les Actinobactéries et les 
Protéobactéries pour les fèces, qui sont des phyla de moindre importance en 






Tableau 5 : Comparaison de la composition des microbiotes à J88 (cinq phyla principaux) entre les 
quatre sites de prélèvement pour l’ensemble des brebis (n=10).  
Les informations dans chaque case représentent le classement du phylum au sein du site ainsi que son 
abondance correspondante. L’échelle de couleur représente l’abondance des phyla au sein d’un site, 
du plus foncé pour le plus abondant au plus clair pour le moins abondant. Seuls les phyla ayant une 
abondance supérieure à 1% sont représentés. La dernière colonne représente la moyenne de 
l’abondance des 4 sites pour chacun des phyla, la dernière ligne représente la somme des abondances 
des 5 phyla étudiés pour chaque site. 
 
Phylum Bouche J88 Peau J88 Fèces J88 Vagin J88 4 sites J88 
Firmicutes 
2   (26%) 2   (25%) 2   (42%) 1   (41%) 1   (33%) 
Protéobactéries 
1   (52%) 1   (43%) 3     (1%) 2   (20%) 2   (29%) 
Bactéroïdètes 
3   (17%) 3   (18%) 1   (49%) 3   (16%) 3   (25%) 
Actinobactéries 
4     (2%) 4   (13%)  5     (7%) 4     (5%) 
Fusobactéries 
5     (1%)   4   (13%) 5     (3%) 
5 phyla J88 




Tableau 6 : Evolution de l’abondance des phyla principaux entre le jour J1 et le jour J88 au niveau des 
4 sites de prélèvement pour l’ensemble des brebis (n=10).  
Case bleue avec un symbole égal : phylum significativement présent, mais évolution non significative ; 
case colorée avec un facteur de multiplication : phylum significativement présent avec évolution 
significative, le facteur de multiplication étant appliqué à l’abondance du jour J1 pour obtenir celle du 
jour J88 : cases rouges – baisse de l’abondance, cases vertes – hausse  de l’abondance. 
 
Phylum Bouche Peau Fèces Vagin 
Actinobactéries = x 0,75 x 3 = 
Bactéroïdètes = x 1,5 = = 
Firmicutes = x 0,6 = x 2 
Fusobactéries =   x 0,4 





3.3.2.     Origine des variations observées 
Deux facteurs ont potentiellement eu une influence sur la modification des microbiotes 
observée dans notre étude : le changement de mode de vie et l’avancée de la 
gestation. On peut supposer que la modification du mode de vie est en grande partie 
à l’origine des modifications importantes des flores bactériennes au niveau de la peau. 
Toutefois, on ne peut pas exclure un effet de la gestation, mais aucune étude ne s’est 
intéressée à ce jour, à notre connaissance, à l’évolution du microbiote cutané au cours 
de la gestation, ni chez la brebis, ni chez d’autres espèces. Or, le microbiote cutané 
maternel chez la femme joue un rôle essentiel dans la colonisation bactérienne du 
nouveau-né, notamment lors de naissances par césarienne, qui sont de plus en plus 
fréquentes et atteignent jusqu’à 50% des naissances dans certain pays. En effet, les 
bactéries du microbiote cutané maternel (Staphylococcus, Corynebacterium, 
Propionibacterium spp.) se retrouvent dans le microbiote du nouveau-né lors de 
naissance par césarienne, d’où le rôle du transfert de flore par contact peau à peau 
(Dominguez-Bello et al., 2016). En plus d’avoir un microbiote différent, les enfants nés 
par césarienne sont plus à même de développer des problèmes de santé au cours de 
leur croissance, comme expliqué dans le premier chapitre (Kuhle et al., 2015, Black et 
al., 2015, Adlercreutz et al., 2015). Il reste donc à déterminer si, et comment, le 
microbiote cutané pourrait évoluer lors de la gestation et quelles conséquences cela 
aurait pour le nouveau-né dont la mise en place de la flore est fortement influencée 
par le microbiote cutané de la mère. 
Les différences au niveau des fèces peuvent s’expliquer par le changement 
d’alimentation, d’environnement, mais éventuellement aussi par la gestation. Chez 
l’Homme, les Actinobactéries et les Protéobactéries sont modifiées entre le premier et 
le troisième trimestre de gestation (Koren et al., 2012). C’est également le cas dans 
notre étude, mais ces deux phyla augmentent dans l’étude de Koren et al. alors que 
dans notre étude les Protéobactéries diminuent. Quoi qu’il en soit, ces variations sont 
minimes puisqu’elles concernent des phyla d’abondance inférieure à 2%, les 
principaux phyla n’étant pas affectés. 
Pour le vagin, on peut davantage suspecter la gestation comme étant à l’origine de 
certaines modifications. En effet, nous avons vu dans la première partie que les 
Lactobacilles, appartenant aux Firmicutes, proliféraient durant la gestation afin 
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d’augmenter la production d’acide lactique, pour abaisser le pH et protéger le milieu 
vaginal de potentielles contaminations ascendantes (O’Hanlon et al., 2013 ; Witkin, 
Linhares, 2017). Dans notre étude, nous rencontrons également la croissance des 
Firmicutes puisque leur abondance a été doublée entre J1 et J88. Cependant, peu de 
bactéries de la famille des Lactobacilles ont été retrouvées. L’augmentation des 
Firmicutes est davantage due aux bactéries de la famille des Streptocoques, et plus 
particulièrement à la bactérie Streptococcus pluranimalium (0,08% ± 0,24 à J1 vs 7,3% 
± 11,9 ; p = 0,008). Cependant, les études qui se sont intéressées à cette bactérie 
semblent davantage mettre en avant son rôle pathogène, notamment sur des 
pathologies de la reproduction chez des bovins (Devriese et al., 1999 ; Foster et al., 
2008). Compte tenu des très fortes variabilités de l’abondance de cette bactérie entre 
les individus (dépassant les 15% chez trois brebis, alors qu’elle est inférieure à 1% 
voire absente chez les autres individus), l’hypothèse du rôle pathogène de celle-ci 
semble davantage probable. Par ailleurs, concernant la faible quantité (voire l’absence 
pour certaines brebis) de Lactobacilles dans la flore vaginale, nos résultats sont en 
accord avec d’autres études réalisées sur le microbiote vaginal de bovins, ovins et 
primates non humain, puisque les Lactobacilles sont également minoritaires, voire 
absentes, chez les espèces étudiées (Swartz et al., 2014 ; Yildirim et al., 2014 ; Miller 
et al., 2017 ; Nugeyre et al., 2019). Il semble donc que la nette prédominance des 
Lactobacilles chez l’Homme soit une caractéristique propre à son espèce. Il reste à 
savoir s’il existe des familles/espèces bactériennes « protectrices » lors de la gestation 
chez la brebis gravide. 
 
3.4.    Effets du BPA sur les profils bactériens 
Des effets de l’exposition au BPA ont été observés dans notre étude sur le microbiote 
de trois sur les quatre sites prélevés : la bouche, la peau et le vagin. Aucune différence 
n’a été mise en évidence sur le microbiote digestif. Ces différences sont synthétisées 





Tableau 7 : Tableau récapitulatif des différences observées chez le groupe BPA (n=5) par rapport au 
groupe témoin (n=5) à J88 sur les quatre paramètres étudiés : quantité d’ADN codant pour l’ARN 16S 
(quantité) ; nombre d’OTUs observées (diversité alpha) ; distances de Bray-Curtis (diversité bêta) ; 
composition en termes de phyla.  
Un phylum est écrit en rouge si son abondance est supérieure dans le groupe BPA par rapport au 
groupe témoin, ou en vert si son abondance est inférieure. Pour chaque phylum, le facteur de 
multiplication est appliqué à l’abondance du groupe témoin pour obtenir celle du groupe BPA. Un 
symbole égal signifie qu’aucune différence significative n’est présente entre les deux groupes. 
 
Paramètre Bouche Peau Fèces Vagin 
Quantité = = = Augmentation 
Diversité alpha = = = = 














3.4.1.     Effet du BPA sur le microbiote intestinal 
Aucun effet sur la flore du tube digestif n’a pu être mis en évidence dans notre étude. 
Cependant, plusieurs auteurs ont étudié les effets du BPA, notamment sur l’intestin, 
en utilisant des modèles murins. Une inflammation de l’intestin, ainsi qu’une atteinte 
des fonctions et de la perméabilité intestinale, ont été mises en évidence chez les 
individus exposés au BPA (Braniste et al., 2010 ; Xu et al., 2016). Une autre étude 
s’est spécifiquement intéressée aux modifications du microbiote intestinal lors 
d’administration de BPA par voie orale (Lai et al., 2016). Des perturbations du 
microbiote ont alors été mises en évidence dans cette étude avec notamment une 
prolifération des Protéobactéries et une chute de l’abondance des Firmicutes. Ces 
perturbations se rapprochent des modifications que l’on observe lors de diabète de 
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type 2, soit un état pathologique (Larsen et al., 2010). La voie d’administration a peut-
être son importance sur les effets observés étant donné que l’exposition au BPA a lieu 
directement dans le tube digestif lors d’administrations orales, tandis que dans notre 
modèle, l’exposition se faisait par voie sous-cutanée. Le tube digestif n’est donc pas 
exposé de la même manière à ce xénobiotique. Le facteur espèce joue peut-être 
également un rôle, le fonctionnement du tube digestif des ruminants étant très différent 
de celui des espèces monogastriques. 
 
3.4.2.     Effet du BPA sur le microbiote oral 
Une augmentation de l’abondance des Fusobactéries (environ 4 fois plus) dans les 
prélèvements buccaux a été observée chez les brebis traitées au BPA par rapport à 
celles du groupe témoin dans notre étude (Tableau 7). Parmi les espèces identifiées, 
nous retrouvons en majorité Fusobacterium nucleatum. Or, le rôle pathogène de 
Fusobacterium nucleatum dans la cavité buccale est reconnu aujourd’hui, notamment 
dans son rôle pro-inflammatoire lors de gingivite, dans la formation de la plaque 
dentaire et même dans la résorption osseuse (Nunes et al., 1995 ; Han et al., 2000 ; 
Zilm, Rogers, 2007 ; Johnson et al., 2018). Nous pouvons émettre l’hypothèse que le 
traitement au BPA soit à l’origine d’un déséquilibre de la flore bactérienne menant au 
développement d’agents pathogènes. Or, les dysbioses orales sont connues chez la 
femme pour favoriser les complications de gestation, et surtout la prématurité 
spontanée, comme cela a été expliqué dans le premier chapitre (Boggess et al., 2005 ; 
Contreras et al., 2006 ; Chopra et al., 2020). Il a été démontré qu’une inflammation 
fœtale est présente lors de maladies parodontales chez la mère, mais les 
conséquences sur la mise en place du microbiote chez le fœtus n’ont pas encore été 
étudiées. 
 
3.4.3.     Effet du BPA sur le microbiote cutané 
Le microbiote cutané est le microbiote le plus affecté par le BPA dans notre étude. Le 
profil bactérien du groupe BPA par rapport au groupe témoin devient particulièrement 
homogène en fin de gestation, avec une dominance des bactéries du phylum des 
Protéobactéries (Figure 28, Tableau 3). Ces résultats sont en faveur d’un effet du 
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BPA au niveau de la peau qui a conduit à une évolution des flores bactériennes vers 
un profil bactérien particulier, qui reste à caractériser. Comme énoncé dans les limites 
de l’étude, l’action locale du BPA (à cause des reflux) a certainement joué un rôle dans 
cette altération, d’autant plus que des zones de nécrose cutanée sont apparues dans 
le groupe BPA au fil des injections. Cela démontre l’agressivité du produit envers la 
peau, et donc les potentiels effets de son contact direct avec celle-ci. Or, comme vu 
précédemment, la composition de la flore bactérienne cutanée chez la mère est 
déterminante dans l’instauration du microbiote du nouveau-né, notamment lors de 
naissances par césarienne. Il reste donc à établir si les modifications de flore cutanée 
observées dans notre étude sont susceptibles de perturber la mise en place du 
microbiote du fœtus et de porter atteinte à sa santé. 
 
3.4.4.     Effet du BPA sur le microbiote vaginal 
Enfin, nous avons démontré, dans notre étude, la présence d’une augmentation             
(x 400) du nombre de copies du gène codant pour l’ARN 16S dans les prélèvements 
vaginaux des brebis traitées au BPA par rapport à ceux des brebis du groupe témoin 
(Tableau 7). De plus, une différence d’abondance des Protéobactéries entre les deux 
groupes a été notée. Ce phylum fait partie des phyla les plus représentés au niveau 
du vagin dans des conditions normales chez les bovins (Clemmons et al., 2017). Sa 
baisse d’abondance dans le groupe BPA pourrait être le signe d’un déséquilibre entre 
les communautés bactériennes causé par ce xénobiotique, mais cela reste malgré 
tout, une fois encore, à confirmer lors de futures expérimentations. Les déséquilibres 
de flore bactérienne – ou vaginose – chez la femme sont connus pour entraîner des 
complications de gestation (Romero et al., 2014). Cela peut avoir comme 
conséquence un poids de naissance anormalement faible pour le nouveau-né du fait 
de sa prématurité (Hillier et al., 1995). La prématurité entraîne non seulement une 
augmentation du risque de développement de certaines maladies pour l’enfant, telles 
que la maladie rénale chronique ou les rétinopathies (Kim et al., 2018 ; Crump et al., 
2019), mais cela affecte également l’établissement de son microbiote, avec une 
augmentation des Protéobactéries dans l’intestin, au détriment des autres phyla 
(Arboleya et al., 2016). De futures études permettraient d’étudier si la mise en place 
du microbiote chez le fœtus pourrait être également affectée par une exposition pré-
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natale au BPA, et si le phylum des Protéobactéries serait à nouveau impliqué dans ce 

























Le bisphénol A, un perturbateur endocrinien qui mime l’action des œstrogènes, est 
largement utilisé dans l’industrie du plastique. Dans notre étude, cette substance a 
modifié les microbiotes buccaux, cutanés et vaginaux des brebis au cours de la 
gestation. Or, les différents microbiotes jouent un rôle majeur dans le bon déroulement 
de la gestation ainsi que dans le développement du fœtus. Les microbiotes subissent 
des perturbations physiologiques en réponse aux changements hormonaux, 
immunitaires et métaboliques qui s’établissent durant la gestation. Les conséquences 
des perturbations de profils bactériens causées par le bisphénol A sur la santé du 
fœtus, mais également sur l’installation de son propre microbiote restent à étudier. 
Outre la possible acquisition d’un premier microbiote au cours de la gestation (qui doit 
encore être étudiée), c’est surtout durant la mise-bas que s’effectue la colonisation du 
nouveau-né par les bactéries de sa mère. Les microbiotes cutanés et vaginaux, qui 
sont les plus impactés par le bisphénol A dans notre étude, sont primordiaux dans ce 
rôle de colonisation à la naissance. C’est pourquoi l’impact du bisphénol A sur la santé 
à court terme, mais également à long terme, du nouveau-né puis de l’enfant devra faire 
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Annexe 5 : Composition relative (en phyla) du microbiote buccal à J1 et à J88.  






Annexe 7 : Composition relative (en phyla) du microbiote fécal à J1 et à J88. 





Annexe 9 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du microbiote 
buccal entre J1 et J88.  
Annexe 10 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du microbiote 




Annexe 11 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du 
microbiote fécal entre J1 et J88.  
Annexe 12 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du microbiote 
vaginal entre J1 et J88.  
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Annexe 14 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du microbiote 
buccal à J88 entre le groupe BPA (en rouge, n=5) et le groupe témoin (en vert, n=5).  
Annexe 15 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du microbiote 







Annexe 16 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du microbiote 
intestinal à J88 entre le groupe BPA (en rouge, n=5) et le groupe témoin (en vert, n=5).  
Annexe 17 : Cladogramme d’analyse linéaire discriminante (LEfSe) pour la comparaison du microbiote 
vaginal à J88 entre le groupe BPA (en rouge, n=5) et le groupe témoin (en vert, n=5).  
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Effets d’une exposition répétée au bisphénol A sur le profil bactérien d’une 
femelle en gestation sur un modèle ovin 
 
Le bisphénol A (BPA) est un composé très largement utilisé dans l’industrie du plastique. 
Pourtant, sa toxicité est reconnue aujourd’hui, mais aucune étude ne s’est intéressée à 
l’influence qu’il peut avoir sur les microbiotes. Dans notre étude métagénomique, nous avons 
utilisé un modèle ovin afin d’évaluer les perturbations que le BPA est susceptible de provoquer 
sur les microbiotes oraux, cutanés, fécaux et vaginaux. Non seulement le BPA a provoqué une 
augmentation du nombre de bactéries dans le vagin, mais il a également perturbé la 
composition relative des microbiotes buccaux, cutanés et vaginaux en favorisant la croissance 
des Fusobactéries dans la bouche, des Protéobactéries dans le vagin, ainsi que celle des 
Firmicutes et Bactéroïdètes sur la peau. La peau et le vagin étant des sources de colonisation 
majeures pour le nouveau-né lors de sa naissance par voie naturelle ou par césarienne, les 
conséquences de ces modifications de flores bactériennes pour le fœtus restent à déterminer 
dans de futures études. 
 




Effects of repeated exposure to bisphenol A on the bacterial profile of a 
pregnant female in a sheep model 
 
Bisphenol A (BPA) is a compound widely used in the plastics industry. However, its toxicity is 
recognized today, but no study focused on the influence it may have on the microbiota. In our 
metagenomics study, we used a sheep model to assess disturbances BPA may induce in the 
oral, skin, fecal and vaginal microbiota. First, BPA increased the number of bacteria in the 
vagina. Moreover, it disrupted the relative composition of the oral, skin and vaginal microbiota 
by promoting the growth of Fusobacteria in the mouth, Proteobacteria in the vagina and 
Firmicutes and Bacteroidetes on the skin. The skin and the vagina being major sources of 
colonization for newborn during its birth by natural way or by C-section, the consequences of 
these modifications of bacterial flora for the fetus remain to be determined in future studies. 
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